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In der vorliegenden Arbeit wurde der Transfer ausgewählter organischer und anorganischer 
Umweltschadstoffe vom Substrat in Nutzpflanzen untersucht. Aus der Vielzahl von 
sogenannten Umweltchemikalien wurden solche ausgewählt, die aufgrund ihrer Häufigkeit, 
Toxizität, Persistenz und ihres Anreicherungsvermögens in verschiedenen Medien 
besonders relevant für die Umwelt und potentiell humantoxisch sind. Als Vertreter der 
organischen Verbindungen wurden m-Kresol, Simazin, Lindan, Anthracen sowie Galaxolid 
verwendet. Als anorganische Schadstoffe wurden Arsen (As), Blei (Pb), Cadmium (Cd), 
Chrom (Cr), Zink (Zn) und Nickel (Ni) ausgewählt. 
Als Versuchspflanzen kamen Tomaten- und Paprikapflanzen zum Einsatz, da diese zu den 
häufig verzehrten Gemüsesorten in Deutschland gehören. Sie sind ganzjährig im Angebot 
und werden vorwiegend importiert (z. B. Spanien, Niederlande, Israel). Aufgrund des 
großflächigen Anbaus sowie der Zucht im Gewächshaus und den teilweise langen 
Transportwegen kommen häufig Pflanzenschutzmittel zum Einsatz, die in der Vergangenheit 
oft als Rückstände in Tomaten nachweisbar waren. Auch der Gemüsepaprika fiel in den 
letzten Jahren wegen hohen Kontaminationen mit Pflanzenschutzmittelrückständen auf 
[BVL, 2008]. Es ist daher möglich, dass ubiquitär verbreitete Umweltschadstoffe ebenso 
durch Pflanzen aufgenommen werden und somit ein Risiko für den Verbraucher darstellen.  
Das Ziel der vorliegenden Arbeit bestand in der Untersuchung des Aufnahmeverhaltens der 
obengenannten Substanzen durch Tomaten- und Paprikapflanzen an Hand von 
Gefäßversuchen. Dafür wurde zunächst der Schadstoffeinfluss auf das physiologisch 
Erscheinungsbild sowie die Biomasseerträge der Pflanzen betrachtet. Schwerpunkte der 
Arbeit waren Untersuchungen zur Aufnahme, Verteilung und möglichen Akkumulation der 
Schadstoffe innerhalb der Pflanzen und Untersuchnungen bezüglich der 
Schadstoffkonzentration in den Pflanzen in Abhängigkeit von der Dotierung im Substrat und 
von der Expositionsdauer. Zur Ermittlung eines potentiellen Risikos für den Verbraucher 
wurden die Früchte untersucht.  
Zum besseren Verständnis des Schadstofftransfers der organischen Verbindungen und als 
Möglichkeit einer kosten- und zeitsparenden Alternative zu den herkömmlichen 
Untersuchungsverfahren, wurden ergänzend in vivo-Experimente durchgeführt.  
Ein weiterer Schwerpunkt der Arbeiten waren Studien über mögliche Einflüsse eines 
neuartigen Bodenverbesserungsmaterials auf die Schadstoffmobilität und Bioverfügbarkeit 
der oben genannten potentiellen Schadstoffe sowie die damit verbundene mögliche 
Aufnahme durch die Untersuchungspflanzen. Das Bodenverbesserungsmaterial, welches im 
Rahmen des EU-Projektes PROTECTOR entwickelt wurde, wird auf der Basis von 
Knochenmehl hergestellt und soll als Nährstofflieferant sowie zur Abwehr verschiedener 
Krankheitserreger dienen. 
Die Ergebnisse der Studien sollen klären, ob Früchte, die auf belastetem Substrat und  unter 
den gegebenen Bedingungen wachsen, die Stoffe soweit anreichern, dass sie eine 
Gefährdung beim Verzehr darstellen.  





2  Grundlagen 
 
2.1 Verhalten von Chemikalien im System Boden - Pflanze 
 
Aufgrund der Bedeutung von Chemikalienrückständen in pflanzlichen Nahrungsmitteln, im 
Futter und somit in tierischen Nahrungsmitteln ist die Aufnahme von Chemikalien in Pflanzen 
von höchstem Interesse. In Abb. 1 sind wichtige vom Boden ausgehende Schadstoff-
Wirkungspfade dargestellt. Eine Gefährdung des Menschen besteht vor allem durch den 
Verzehr schadstoffbelasteter pflanzlicher Nahrungsmittel sowie indirekt durch den Verzehr 
tierischer Produkte, in welchen über pflanzliche Futtermittel Schadstoffe und / oder deren 




Abb. 1: Wichtige vom Boden ausgehende Schadstoff-Wirkungspfade [Hein, 1992] 
 
 
2.1.1 Organische Verbindungen 
 
Die Schadstoffaufnahme durch Pflanzen kann über verschiedene Wege erfolgen, die 
beispielhaft in Abb. 2 dargestellt sind.  
Die Aufnahmewege von Substanzen aus dem Boden in die Pflanze sind komplex. Die 
Hauptpfade sind im Folgenden zusammengestellt:  
 Aufnahme durch die Wurzel und Translokation in den Spross mit dem 
Transpirationsstrom 





 Aufnahme von aus dem Boden verflüchtigten Chemikalien und in der Atmosphäre 
enthaltenen gasförmigen und gelösten Verbindungen durch die Blätter  
 Aufnahme von Substanzen aus Boden- und Staubpartikeln nach Deposition auf den 
Blättern 
            [Korte, 1992; Simonich und Hites, 1995, Hein, 1992; Collins et al. 2006].  
 
Da die größte Bedeutung bei Bodenkontaminationen der Aufnahme über die Wurzel zu 
kommt [Heinrich, 1997], soll dieser Aufnahmeweg im Folgenden näher erläutert werden.  
 
 
Abb. 2: Aufnahmewege organischer Chemikalien in Pflanzen [Collins et al. 2006] 
 
 
Organische Chemikalien können von der Pflanzenwurzel über die Bodenluft oder das 
Bodenwasser aufgenommen werden. Die Aufnahme von anthropogenen organischen 
Substanzen durch die Pflanzenwurzel ist, bis auf wenige Ausnahmen (z. B. hormonähnliche 
Chemikalien), ein passiver Prozess durch Diffusion [Bromilow und Chamberlain, 1955]. Die 
Aufnahme durch die Wurzel besteht aus 2 Prozessen: (1) eine Gleichgewichtseinstellung der 
Schadstoffkonzentration zwischen der Wasserphase der Wurzel und der des Bodenwassers 
sowie (2) der Sorption der Chemikalie an den lipophilen Wurzelbestandteilen (Lipide in 
Membranen und Zellwänden) [Briggs et al. 1983; Paterson et al. 1991]. Briggs et al. (1983) 
fanden in ihren Untersuchungen einen linearen Zusammenhang zwischen dem Ko/w (n-
Oktanol/ Wasser-Verteilungskoeffizient) nicht-ionischer Substanzen und dem 
Wurzelkonzentrationsfaktor (root concentration factor, RCF = Konzentration der Chemikalie 
in der Wurzel / Konzentration der Chemikalie in der Umgebungslösung) anhand von Gerste. 
Lipophile Verbindungen zeigen eine größere Tendenz sich in den Lipiden der Wurzel zu 





verteilen als hydrophile Substanzen. Nach Wild and Jones (1992) haben Chemikalien mit 
einem lg Ko/w > 4 ein erhöhtes Potential für die Anreicherung in Pflanzenwurzeln. Neben 
den physikalisch-chemischen Eigenschaften der jeweilgen Chemikalie, ist die 
Charackteristika der Pflanzenwurzel für das Aufnahmeverhalten entscheidend. So konnten 
z. B. Schwab et. al (1998) quantitative Unterschiede zwischen der Aufnahme von Naphthalin 
in Abhängigkeit vom Lipidgehalt der Pflanzenwurzel feststellen.  
Der Transport von Wasser und gelösten Stoffen von der Wurzel in die oberirdischen Teile 
der Pflanze erfolgt über das Xylem. Dabei wird der Wasserfluss durch den 
Wassergradienten angetrieben, der während der Verdunstung entsteht. Die über die Wurzel 
aufgenommenen Chemikalien, die in das Xylem gelangen, müssen eine Reihe von Barrieren 
passieren:  Epidermis, Cortex (Rinde), Endodermis und Pericycle (vgl. Abb. 3) und somit 
durch mehrere Zellmembranen, welche reich an Lipiden sind, gelangen.  
          
 




Es ist eine Kombination aus der Wasserlöslichkeit der Chemikalie und der Löslichkeit 
innerhalb der lipidreichen Zellmembran, welche bestimmend für die Aufnahme von 
Substanzen in die Pflanzenwurzel und dem anschließenden Transport innerhalb der Pflanze 
ist [McFarlane, 1995; Robert and Friml, 2009]. So leiteten verschiedene Autoren aus ihren 
Untersuchungen einen Zusammenhang zur Vorhersage der Konzentration einer Chemikalie 
im Transpirationsstrom der Pflanze, aus deren Konzentration in der Bodenlösung und dem 
Ko/w der Chemikalie ab [Briggs et. al 1982; Hsu et. al 1990; Burken und Schnoor, 1998]. 
Aus Abb. 4 wird ersichtlich, dass der Transpirationsstrom-Konzentrationsfaktor TSCF (TSCF 
= Konzentration im Xylem / Konzentration in Umgebungslösung) ein Maximum für 
Chemikalien mit einem lg Ko/w Wert von ca. 2 aufweist. Außerdem wird deutlich, dass 
Substanzen mit einem lg Ko/w < 1 sowie mit einem lg Ko/w > 4 kaum innerhalb der Pflanze 
verlagert werden. Dies ist dadurch zu erklären, dass polare Substanzen kaum in der Lage 
sind, die hydrophoben lipidreichen Membranen zu durchdringen, während lipophile 
Substanzen die Endodermis kaum passieren, da sie in der Lipidmembran zurückgehalten 
werden [Bromilow und Chamberlain, 1995; Paterson et al. 1990]. 
 






Abb. 4: Vorhersage des Transpirationsstrom-Konzentrationsfaktors (TSCF) mithilfe des Ko/w 
[Collins et al. 2006] 
 
Wasser und gelöste Substanzen können während des Transportes im Xylem auch seitlich in 
benachbarte Gewebe diffundieren. Die Konzentrationseinstellung der Chemikalie im Spross 
der Pflanze besteht daher aus 2 Prozessen:  
(1) Gleichgewichtseinstellung der Konzentration zwischen der wässrigen Phase im Spross 
und im Xylem sowie (2) Sorption der Chemikalie an Lipiden im Spross [McFarlane, 1995]. 
Pflanzeneigenschaften, welche die Chemikalienkonzentration im Spross beeinflussen, sind 
Lipidgehalt und Transpirationsflussrate. Die Sorption im Spross steigt mit zunehmendem 
Lipidgehalt der Pflanze [Briggs et al. 1983].    
 
Bedeutende Einflussfaktoren für die Aufnahme einer Verbindung durch Pflanzen sind somit: 
 das Sorptionsvermögen des Bodens, das durch bodenspezifische Parameter wie z. 
B. den Gehalt an organischer Substanz und die mineralische Zusammensetzung 
bestimmt wird 
 die chemische Stabilität bzw. biologische Abbaubarkeit der Verbindung, die z. B. 
durch pH-Wert und mikrobielle Aktivität im Boden beeinflusst werden 
 pflanzliche Charakteristika, z. B. Gehalt an Lipiden, Wasser, Kohlenhydraten  
 Metabolisierung der Substanz in der Pflanze 
 Photolytische Degradation an der Pflanzenoberfläche 
 sowie die Beschaffenheit des Wurzelsystems und der Blätter, welche wesentlich 
auch von klimatischen Bedingungen wie Licht, Temperatur und Feuchtigkeit 
abhängen 
[Heinrich, 1997; Simonich und Hites, 1995; Collins et al. 2006].  
Die in der vorliegenden Arbeit untersuchten Verbindungen wurden auf Grund ihrer 
Eigenschaften und Umweltrelevanz ausgewählt und können als Vertreter von 
Substanzgruppen mit ähnlichen Eigenschaften und vergleichbaren Umweltverhalten 
angesehen werden. Bekannte Informationen zum Aufnahmeverhalten dieser 
Einzelsubstanzen durch Pflanzen werden im Folgenden kurz vorgestellt. Einige, für die 










Infolge ihrer guten Wasserlöslichkeit sind Kresole durch eine relativ hohe Mobilität im Boden 
charakterisiert. Kresole sind wenig persistent [Koch, 1995], da sie mikrobiell gut abgebaut 
werden [Müller, 2001]. Dass eine Aufnahme in Pflanzen, trotz ihrer relativ kurzen 
Verweilzeiten in der Umwelt, möglich ist, zeigten die Untersuchungen von Beattie und Seibel 
(2007) anhand mit Maispflanzen. Ucisik und Trapp (2006) fanden für Phenol ein 
Akkumulationsverhalten in Stamm, Wurzel und Blättern durch Korbweiden, wobei 




Das Herbizid Simazin  wird im Boden nur langsam durch Mikroorganismen abgebaut 
(Halbwertszeit bis 150 Tage) [Streit, 1994; Marchetti, 1999] und ist somit lange für Pflanzen 
verfügbar. Es wird hauptsächlich über die Wurzeln aufgenommen und über das Xylem 
transportiert. Im Spross inhibiert Simazin die Photosynthese [Pfeiffer, 2001; Hock et al. 1995; 
Strandberg und Scott-Fordsmand, 2002; Domsch, 1992]. Lord et al. (2004) untersuchten das 
Aufnahmeverhalten von Triazinen durch verschiedene Pflanzen. Dabei wurde Simazin in 













Lindan (γ-Hexachlorcyclohexan, γ-HCH) 
 
Das Verhalten von HCH in der Umwelt wird vor allem durch seine im Vergleich zu anderen 
chlororganischen Insektiziden mittlere Wasserlöslichkeit und Flüchtigkeit sowie daraus 
resultierende Bio- und Geoakkumulationstendenz und Mobilität in und zwischen den 
Umweltmedien Wasser, Boden und Luft beeinflusst [Koch, 1986]. Es ist bekannt, dass diese 
Verbindung in Lebensmitteln angereichert wird [Daunderer, 1991]. 
HCH-Isomere werden nach einer Spritzbehandlung von den grünen Pflanzenteilen praktisch 
nicht resorbiert. In Abhängigkeit von der Kultur jedoch kann eine Resorption über die Wurzel 
aus HCH-kontaminierten Böden eintreten [Eichler, 1983]. Auch nach Marquardt und Schäfer 
(1994) stellt entsprechend kontaminierter Boden die wesentliche Quelle für die Exposition 
von Pflanzen mit γ-HCH dar, wobei zwischen den Gehalten im Boden und den 
Pflanzengehalten, in Abhängigkeit von der Pflanzenart, signifikante Korrelationen bestehen. 
Die HCH-Gehalte in den Pflanzenteilen steigen in folgender Reihenfolge: Korn < Frucht < 
Wurzel < Spross [Scheffer und Schachtschabel, 2002]. Kawahara und Nakamura (1971), 
Gao et al. (2005) und Tao et al. (2005) untersuchten verschiedene Pflanzen- und 
Gemüsearten auf HCH-Isomere. Dabei konnten sie zum Beispiel in Tabakpflanzen, Möhren, 
Rettich, Kohl, Spinat und auch in Tomaten γ-HCH nachweisen. Gonzales et al. (2003) 
stellten fest, dass die HCH – Gehalte in Tomatenpflanzen im Laufe der Vegetationsperiode 
in Blättern, Stängeln und Wurzeln abnehmen, im Fruchtfleisch jedoch ansteigen. Dies 
könnte ein Hinweis darauf sein, dass HCH die Fähigkeit zur Translokation innerhalb der 
Pflanzengewebe und zur Akkumulation in Früchten besitzt.  
 
PAK (Polycyclische aromatische Kohlenwasserstoffe) 
 
 
z. B.: Anthracen 
 
Die polycyclischen aromatischen Kohlenwasserstoffe umfassen eine Stoffklasse, die aus 
mindestens zwei kondensierten Benzolringen besteht und im Molekül nur C und H enthält 
[Streit, 1994]. PAK reichern sich aufgrund ihrer lipophilen Eigenschaften in der 





Nahrungskette an und sind in vielen Obst- und Gemüsesorten nachweisbar. Die 
Pflanzenverfügbarkeit von PAK ist von der Molekülgröße abhängig. PAK mit 2 und 3 
aromatischen Ringen können über die Wurzel aufgenommen und bis in den Spross 
transportiert werden. Prinzipiell sind bei den niedermolekularen PAK, aufgrund ihrer höheren 
Wasserlöslichkeit und Flüchtigkeit, zwei Aufnahmewege möglich: aus der Bodenlösung über 
die Wurzel (mit anschließendem Transport in andere Pflanzenteile) und/oder aus der 
Gasphase (Atmosphäre) über die Blätter. Außerdem ist die Molekülkonfiguration von 
Bedeutung: lineare PAK werden in einem größeren Ausmaß aufgenommen als nicht lineare 
[Scheffer und Schachtschabel, 2002; LfU, 1998a; Ryan et al. 1988; Briggs et al. 1983]. In 
Böden mit langjährig hohen Klärschlammgaben und/oder erhöhten Bodenkonzentrationen 
wiesen verschiedene Obst- und Gemüsesorten (z. B.: Möhren, Rettich, Zuckerrüben, 
Kartoffeln, Tomaten, Kohl) erhöhte PAK-Gehalte auf [Scheffer und Schachtschabel, 2002; 
LfU, 1998a; Kipopoulou et al. 1999; Wennrich et al. 2002]. Dabei variieren die PAK-
Konzentrationen stark je nach Pflanzenart und –teil [Hembrock-Heger et al. 1992].  
Nach Scheffer und Schachtschabel (2002) sowie Schinner und Sonnleitner (1997b) konnte 
keine Beziehung zwischen PAK-Gehalten oberirdischer Pflanzenteile zu den PAK-Gehalten 
im Boden nachgewiesen werden. Andere Studien fanden eine direkte Korrelation zwischen 
der PAK-Konzentration im Boden und der in Pflanzen, vor allem der Wurzel [Binet et al. 
2000; Wild und Jones, 1994]. Fismes et al. (2002) konnten einen Anstieg der PAK-
Konzentrationen in den Blättern von Salat und Kartoffeln mit zunehmender 
Bodenkonzentration feststellen. Dabei wurden in den Wurzeln höhere Konzentrationen 
nachgewiesen als in den Blättern. Auch Tao et al. (2006) fanden Anthracen und andere PAK 
in allen Pflanzenteilen von exponierten Reispflanzen. Wieczorek und Wieczorek (2007) 
konnten, nach Zugabe von Anthracen zum Substrat, die Substanz in der Wurzel und im 
oberirdischen Pflanzenteil von Salat und Rettich finden, was auf einen Transport innerhalb 
der Pflanzen schließen lässt. In Pflanzen hemmt Anthracen die Photosynthese, da es eine 
Störung des Elektronentransportsystems verursacht [Gangolli, 1999; Wieczorek und 
Wieczorek, 2007].    
 
Galaxolid (1,3,4,6,7,8-Hexahydro-4,6,6,7,8,8-hexamethylindeno[5,6-c]pyran, HHCB) 
 
 
Galaxolid, welches zu den polycyclischen Moschusverbindungen (PCM) gehört,   kann nach 






keine ausreichenden Daten für eine vollständige Risikobewertung der PCMs verfügbar. 
Untersuchungen zum Verhalten von PCMs in Böden und Pflanzen führten Litz et al. (2007) 
durch. Nach dem Einbringen von PCMs in den Boden (z. B. durch Klärschlamm) verbleiben 
sie durch ihre hohe Sorptionskapazität, ihre geringe Abbaubarkeit und das geringe 
Ausschwaschungspotential in den oberen Bodenschichten und stehen somit für eine 
Pflanzenaufnahme zur Verfügung. Dieses Verhalten wurde durch die Ergebnisse von 
Pflanzenuntersuchungen bestätigt. In den Wurzeln von Möhrenpflanzen wurden sehr hohe 
Galaxolidkonzentrationen (über 20 mg/kg) nach 14-tägiger Exposition gefunden. Die 
Konzentrationen sanken mit zunehmender Versuchsdauer.  
 
 
2.1.2 Anorganika  
 
Metalle und Metalloide, wie Arsen, die ionisch oder komples gebunden von Biota über Luft, 
Wasser oder Boden aufgenommen werden, können im Spurenbereich (< mg/kg) schädigend 
oder essentiell auf das Pflanzenwachstum wirken bzw. in Pflanzenteilen deponiert werden 
und über die Nahrungskette ebensolche Wirkungen auf tierische (menschliche) Organismen 
haben. Zu den für Pflanzen essentiellen Mikronährstoffen zählen neben den sogenannten 
`Makroelementen` Stickstoff, Phosphor, Calcium, Magnesium, Kalium, Schwefel und 
Silizium, auch die `Spurenelemente` Zink, Eisen, Bor, Mangan, Natrium, Kupfer, Nickel, 
Molybdän und Chrom. Andere, so genannte `Schwermetalle`, wie Blei und Cadmium üben 
keine essentielle Funktion als Spurenelement aus, können aber in Pflanzen angereichert 
werden. Auch Metalloide können durch Pflanzen aufgenommen werden und können 
essentiell (Se) oder schädigend (As) wirken [Clemens, 2006]. Der Bedarf an essentiellen 
Metallen ist für Pflanzen üblicherweise gering (1 – 100 µg/g TG (Trockengewicht)], höhere 
Konzentrationen sind oft toxisch. Essentielle Metalle werden z. B. als Bestandteile von 
Enzymen gefunden, nicht essentielle können Blockierungen der Verfügbarkeit oder 
Aktivierung von essentiellen Metallen verursachen [Schinner und Sonnleitner, 1997a]. Es 
wird davon ausgegangen, dass die Aufnahme von nicht essentiellen Metallionen nicht über 
einen spezifischen Aufnahmemechanismus erfolgt, sondern die Aufnahmesysteme der 
essentiellen Kationen genutzt werden. Es gibt aber auch Hinweise auf die Existenz von 
Metall-Transport-Proteinen, die z. B. für A.thaliana nachgewiesen wurden. Für eine Reihe 
weiterer Pflanzenspezies konnte anhand physiologischer Studien gezeigt werden, dass 
unter Fe
2+ 
- Mangel-Bedingungen die Cd-Akkumulation in Pflanzenwurzeln zunimmt 
[Clemens, 2006]. Über Blätter und Wurzeln von landwirtschaftlichen Nutzpflanzen werden, 
neben essentiell wirkenden Ionen (bzw. Komplexverbindungen), anorganische  Schadstoffe 
in den biologischen Kreislauf einbezogen und je nach Verfügbarkeit, Menge sowie 
elementabhängiger Mobilität in verschiedenen Pflanzenorganen (Wurzeln, Stängel, Blätter, 






Pflanzen selbst und zum anderen Tier und Mensch über die Nahrungskette geschädigt 
werden. `Schwermetallakkumulation` in den essbaren Teilen von Nutzpflanzen stellen den 
Haupteintragspfad in die Nahrungskette dar [Fiedler und Rösler, 1993; Cobb et al. 2000; 
Mohamed et al. 2003; Clemens, 2006]. Die Phytotoxizität wird auf die Wechselwirkungen 
von Metallen/ Metalloiden bei metabolischen Prozessen der Pflanze zurückgeführt. 
Symptome der `Schwermetalltoxizität` sind vermindertes Wachstum, Blattepinastie, 
Chlorosen und Nekrosen. Bei geringeren Konzentrationen sind die sichtbaren Symptome 
weniger stark ausgeprägt, jedoch tritt eine Reduktion der Biomasse auf. Weiterhin können 
bei Pflanzen Chromosomenabbberationen sowie eine Beeinträchtigung der Keimfähigkeit 
auftreten. Hohe Konzentrationen bringen Pflanzen völlig zum Absterben, wobei Pflanzen im 
Keimstadium besonders stark geschädigt werden. Die Konzentrationsbereiche, bei denen 
die Spurenelemente toxisch sind,  variieren element- und pflanzenspezifisch erheblich. Ob 
und inwieweit Pflanzen durch Metalle und Metalloide geschädigt werden, ist wesentlich vom 
verfügbaren Anteil der im Boden enthaltenen Elemente (ihrer Bindungsform) und von der 
durch Bodenfaktoren (z. B. Humusgehalt, Gehalt an Tonmineralen) beeinflussbaren 
Aufnahmerate sowie dem Anreicherungsvermögen der Pflanzen (abhängig von Pflanzenart 
und –teil) und der dadurch bedingten Konzentration der Elemente in den Pflanzen abhängig 
[Schinner und Sonnleitner, 1997a; Fiedler und Rösler, 1993; Clemens, 2006]. Da die 
Aufnahme von Metallen/ Metalloiden in Pflanzen elementspezifisch ist, wird im Folgenden 
einzeln auf die für diese Arbeit relevanten Elemente eingegangen. 
 
Blei 
Pflanzen besitzen die Fähigkeit, Blei im Spross zu speichern. Auf Pflanzen abgelagerte 
anorganische Bleiverbindungen werden nicht in das Pflanzeninnere transportiert, jedoch 
erfolgt eine bedeutende Bleiaufnahme über die Wurzel [Schinner und Sonnleitner, 1997a, 
Scheffer und Schachtschabel, 2002]. Da Pb eine hohe Sorptionstendenz aufweist, hängt die 
Bioverfügbarkeit des Elementes stark von den Bodeneigenschaften ab [Koch, 1995; 
Clemens, 2006]. Größtenteils verbleibt das über die Wurzel aufgenommene Blei in den 
äußeren Wurzelschichten und der Transport in die oberirdischen Pflanzenteile ist gering. 
Dabei wird das Blei zunächst in den Zellwänden der Wurzeln angereichert und erst bei 
höheren Konzentrationen in der Bodenlösung in den Spross verlagert [Schinner und 
Sonnleitner, 1997a, Scheffer und Schachtschabel, 2002]. Bleikontamination kann in 
Pflanzen Veränderungen der Photosynthese und des Wachstums verursachen [Koch, 1995]. 
Auch gentoxische Effekte wurden durch Pb
2+ 
in A. thaliana nachgewiesen [Clemens, 2006]. 
Die von Oladipo und Bodunde (1993) untersuchten Tomatenpflanzen zeigten einen Pb- 
Transport bis in die Früchte. Auch Mohamed et al. (2003) untersuchten verschiedene 
Gemüseproben auf Schwermetalle. Sie fanden Blei in den Früchten von Tomaten- (bis 2,6 
mg/kg) und Paprikapflanzen (bis 1,9 mg/kg). Cobb et al. (2000) konnten Blei in allen Teilen 









Cadmium gehört gemeinsam mit Zink und Nickel zu den Elementen, die leicht über die 
Pflanzenwurzel aufgenommen werden. Hinzu kommt, dass Cd durch manche Pflanzen (z. B. 
Tabak) stark von der Wurzel in die Blätter und Früchte transportiert wird [Schinner und 
Sonnleitner, 1997a; Clemens, 2006]. Bereits in geringen Konzentrationen werden toxische 
Effekte an Pflanzen sichtbar [Moral et al. 1994a]. Diese äußern sich durch 
Wachstumshemmung und Blattchlorosen. Ein gestörter Wasserhaushalt, die Hemmung der 
Spaltöffnung sowie die Beeinträchtigung der Photosynthese gehören zu weiteren 
Symptomen. Außerdem reagiert eine Reihe von metabolischen Enzymen empfindlich auf die 
Anwesenheit von Cadmium. Auch wurde eine gentoxische Wirkung in A. thaliana 
festgestellt. Ein besonderes Gefährungspotenzial für den Verbraucher besteht jedoch in der 
Entwicklung einer Cd-Toleranz verschiedener Pflanzen. Dadurch können Nutzpflanzen Cd in 
hohen Konzentrationen anreichern, wodurch die Gesundheit des Konsumenten 
beeinträchtigt werden kann, jedoch keine phytotoxische Symptome auftreten. [Clemens, 
2006]. Die Akkumulationstendenz von Cadmium sowie die damit verbundene Möglichkeit der 
Remobilisierung und die Bioakkumulationsneigung sind als umweltrelevantes 
Gefährdungspotenzial zu beachten. Cadmiumkontaminierte Böden führen zu erhöhten 
Gehalten in Pflanzen, wobei die Aufnahme sowohl über die Wurzeln als auch über die 
Blätter erfolgen kann [Koch, 1995]. Der überwiegende Teil des in Pflanzen enthaltenen 
Cadmiums wird jedoch aus dem Boden aufgenommen. Dabei korrelieren die Cd-Gehalte in 
Pflanzen positiv mit den Bodenkonzentrationen [Schinner und Sonnleitner, 1997a]. Die 
Verfügbarkeit von Cd steigt wie die Löslichkeit mit abnehmendem pH-Wert und 
zunehmenden Gesamtgehalten. Die Kontamination über den Luftpfad ist nach Scheffer und 
Schachtschabel (2002) von geringerer Bedeutung. Im Gegensatz zu Pb ist Cadmium in der 
Pflanze leicht beweglich [Schinner und Sonnleitner, 1997a; Clemens, 2006]. Dabei variiert 
der Cd-Gehalt innerhalb der verschiedenen Pflanzenteile. Normalerweise werden die 
höchsten Gehalte in Blättern und z. T. in Wurzeln, geringere in Stengeln und Früchten 
gefunden. In Abhängigkeit von der Pflanzenart treten große Konzentrationsunterschiede auf 
[Scheffer und Schachtschabel, 2002]. Cobb et al. (2000) zeigten in ihren Untersuchungen, 
dass Tomatenpflanzen Cadmium aus dem Boden aufnehmen und über die gesamte Pflanze 
verteilen. Moral et al. (1994a) exponierten Tomatenpflanzen mit verschiedenen Metallen und 
wiesen einen Cd-Transport bis in die oberirdischen Pflanzenteile nach. Dabei wurde auch 
eine Abhängigkeit der Cd-Konzentrationen in den essbaren Pflanzenteilen von der Cd-
Konzentration in der Nährlösung festgestellt. Diese Ergebnisse wurden durch Oladipo und 
Bodunde (1993) bestätigt, die bei ihren Analysen von Tomaten Cadmiumkonzentrationen bis 
2,6 mg/kg in Früchten bestimmt haben. Da nach Moral et al. (1994b) Cadmiumexposition zu 
einem Verlust der Blüten von Tomatenpflanzen führt, wird somit der Ertrag (Anzahl der 
Früchte) vermindert. Das Frischgewicht der Früchte wird nicht beeinflusst. Wurzel- und 
Stammlänge jedoch sowie die Biomasse (Frischgewicht) nehmen mit zunehmender Cd-
Konzentration in der Nährlösung ab. Weiterhin kann die Aufnahme und/oder Translokation 






wiesen Cd in den Früchten von Tomaten- (0,8 mg/kg) und Paprikapflanzen (0,8 mg/kg) 
nach. Sterrett et al. (1983) fanden in Blättern und Früchten von Tomatenpflanzen Cadmium, 
wobei die Blattkonzentrationen (1,2 mg/kg) höher waren als die Konzentrationen in Früchten 
(0,2 mg/kg).  
 
Zink 
Zink ist ein essentielles Spurenelement für Tiere, Pflanzen und Mikroorganismen. Es ist 
Bestandteil bzw. Aktivator von Enzymen. Von den Pflanzen in größeren Mengen 
akkumuliert, kann der Mikronährstoff Zink aber in höheren Konzentrationen ebenso wie 
nichtessentielle Spurenelemente zu einer Schädigung der Pflanzen führen  [Fiedler und 
Rösler, 1993; Schinner und Sonnleitner, 1997a]. Die von Oladipo und Bodunde (1993) 
untersuchten Früchte von Tomatenpflanzen zeigten relativ hohe Zn-Konzentrationen von 16 
bis 71 mg/kg. Auch Mohamed et al. (2003) fanden Zn in den Früchten von Tomaten- (14 
mg/kg) und Paprikapflanzen (8,5 mg/kg). Die von Sterrett et al. (1983) untersuchten 
Tomatenpflanzen zeigten Zn-Konzentrationen von 37 mg/kg in Blättern und 25 mg/kg im 
essbaren Pflanzenteil. Cobb et al. (2000) führten ebenfalls Versuche an verschiedenen 
Gemüsepflanzen durch. Bei Tomatenpflanzen konnten mit steigender Zn-Konzentration im 
Boden höhere Gehalte in den Pflanzengeweben nachgewiesen werden. Dabei waren in den 
Wurzeln höhere Konzentrationen zu finden als in den Früchten. Die höchsten Zn-
Konzentrationen in Tomatenfrüchten lagen bei 13,4 + 8,2 mg/kg. Die Pflanzen zeigten 
außerdem Stresssymptome (Chlorosen). 
 
Chrom 
In Böden enthaltenes Chrom ist für Pflanzen nur teilweise bioverfügbar. In terrestrischen 
Pflanzen ist Chrom ubiquitär, wobei nicht geklärt ist, ob es für Pflanzen essentiell ist. In der 
Umwelt kommt Chrom größtenteils dreiwertig vor. Das Chromat Cr
6+ 
(wird mit anthropogener 
Kontamination gleichgesetzt) weist eine hohe Löslichkeit auf [Schinner und Sonnleitner, 
1997a; Koch, 1995]. Die Exposition von Pflanzen gegenüber 6wertigem Chrom führen zur 
Minderungen des Chlorophyllgehaltes und zur Chlorose [Koch, 1995]. Moral et al. [1994a] 
untersuchten die Aufnahme und Verteilung verschiedener Metalle in Tomatenpflanzen, 
wobei sie feststellten, dass nur ein geringer Teil des Chroms von der Wurzel (bis 2350 
mg/kg) in die oberirdischen Pflanzenteile (bis 14 mg/kg im Stengel, bis 59 mg/kg in Blättern) 
transportiert wird (bei einer Bodenkonzentration von 100 mg/kg). In den Früchten konnte 
kein Cr nachgewiesen werden. Oladipo und Bodunde (1993) konnten jedoch Chrom in den 
Früchten ihrer untersuchten Tomatenpflanzen detektieren. 
 
Nickel 
Im Boden ist Nickel relativ mobil. Pflanzen nehmen Ni über die Wurzeln in unterschiedlichem 
Maße aus dem Boden auf und können es akkumulieren [Koch, 1995]. In geringen 
Konzentrationen wirkt sich Nickel günstig auf das Pflanzenwachstum aus [Schinner und 






höheren Konzentrationen (>50 mg/kg) im Boden gehen vom Nickel jedoch phytotoxische 
Wirkungen aus, wobei erhebliche Unterschiede bezüglich der einzelnen Pflanzenarten 
bestehen [Koch, 1995, Scheffer und Schachtschabel, 2002; Moral et al. 1994a]. In 
Tomatenpflanzen konnte ein Transfer von Ni bis in die oberirdischen Pflanzenteile 
nachgewiesen werden, wobei vor allem die Akkumulation in den Früchten von Bedeutung 
ist. Es konnte aber keine Abhängigkeit der Konzentration in den Früchten von der 
Nährlösungskonzentration festgestellt werden [Moral et al. 1994a]. Oladipo und Bodunde 
(1993) fanden relativ hohe Ni-Konzentrationen (bis 17 mg/kg) in den Früchten. Mohamed et 
al. (2003) wiesen Nickelkonzentrationen von 14,6 mg/kg in Tomaten und 13 mg/kg in 
Paprika nach (Früchte). Auch Sterrett et al. (1983) konnten einen Transport von Ni bis in die 
Früchte von Tomatenpflanzen feststellen.  
 
Arsen 
Pflanzen sind in der Lage, Arsen aus dem Boden aufzunehmen, wobei die Aufnahme und 
Translokation innerhalb der Pflanze stark von der Pflanzenart bestimmt wird. Einige 
Pflanzenspezies, z. B. Silene vulgaris, nehmen Arsen in großen Mengen auf und zeigen 
dabei eine gute Vitalität. Andere, wie Plantago major, sind durch niedrige Aufnahmeraten mit 
einer schnellen Abnahme der Vitalität charackterisiert. Neben der Pflanzenspezies ist für das 
unterschiedliche Ausmaß der Akkumulation und die Verträglichkeit die Möglichkeit der 
Detoxifiaktion durch die Pflanzen von Bedeutung. So fand man in den Pflanzen, die nach As-
Applikation normales Wachstum aufwiesen, hauptsächlich die drei-wertige Form des Arsens. 
Dagegen wurde Arsenat als Hauptkomponente in Pflanzen ermittelt, die vermindertes 
Wachstum zeigten oder abgestorben waren. Daraus lässt sich ableiten, dass Arsenat ein 
höheres toxisches Potenzial gegenüber Pflanzen besitzt als Arsenit [Mattusch et al. 2000; 
Schmidt et al. 2004]. Außerdem sind auch Pflanzen bekannt, die Arsen in großen Mengen 
akkumulieren können. Ein bekannter Hyperakkumulator ist der Farn Pteris vittata, bei dem 
99 % des Gesamtarsens in den Farnwedeln verlagert werden [Vetterlein et al. 2009]. 
In Tomaten- und Paprikapflanzen sinken die As-Konzentrationen in folgender Reihenfolge 
Wurzel > Blätter > Stängel > Früchte. Die Konzentration in Pflanzen steigt mit zunehmender 
As-Konzentration in der Nähr- bzw. Bodenlösung [Burlo et al. 1999; Tlustos et al. 2006; 
Miteva, 2002]. Eine Abnahme der As-Konzentration in den Wurzeln der Tomatenpflanzen mit 
zunehmender Versuchsdauer wird mit der Zunahme der Biomasse (Verdünnungseffekt) 
erklärt. Auch bei Paprikapflanzen konnte ein zeitabhängiges Aufnahmeverhalten beobachtet 
werden. Anorganische As-Verbindungen verursachen bei Tomaten- und Paprikapflanzen 
eine verzögerte Fruchtentwicklung und führen so zu einem geringeren Ernteertrag zu Beginn 
des Erntezeitraumes. Das Wachstum der vegetativen Pflanzenteile wird nicht maßgeblich 
beeinträchtigt [Burlo et al. 1999; Tlustos et al. 2006; Szakova et al. 2007]. Eine leichte 
Reduzierung des Stammwachstums (um ca. 20%) konnte jedoch von Tlustos et al. (2006) 
bei Tomatenpflanzen durch Arsenat in der 2. Hälfte der Vegetationsperiode beobachtet 
werden. Dies ist offenbar durch den hemmenden Effekt von Arsenat auf den 
Phosphormetabolismus zurück zuführen. Auch die Untersuchungen von Miteva (2002) 
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zeigten einen Abfall des Stammgewichtes der Versuchspflanzen (Tomaten) bei höheren As-
Konzentrationen. Bei niedrigen Konzentrationen im Boden konnte jedoch eine Stimulation 
des Pflanzenwachstums beobachtet werden. Die Exposition mit anorganischen 
Arsenverbindungen führt zu einem Anstieg der Konzentration in den Blättern während die 
Exposition mit organischen As-Verbindungen eine höhere Akkumulation in Früchten zur 
Folge hat. Die höchsten Konzentrationen werden bei allen Arsenverbindungen in den 
Wurzeln gefunden [Tlustos et al. 2006]. Auch Cobb et al. (2000) zeigten in ihren 
Untersuchungen, dass sich As innerhalb der Tomatenpflanzen verlagert und von der Wurzel 
bis in die Blätter transportiert wird. In Früchten konnte jedoch kein Arsen nachgewiesen 
werden. Phytotoxische Effekte durch As äußern sich durch einen plötzlichen Abfall des 
Wassertransports, durch Plasmolyse (Zellschrumpfung) in den Wurzeln sowie Verfärbung 
und anschließender Nekrose der Blattspitzen und –ränder [Burlo et al. 1999; Miteva, 2002].  
 
 
2.2 Anthropogener Eintrag der untersuchten Chemikalien in die Umwelt und deren 
potentielle humantoxische Wirkung  
 
Im folgenden Kapitel werden mögliche Eintragungswege der für die vorliegende Arbeit 
relevanten Substanzen in die Umwelt aufgezeigt. Um die Relevanz der betrachteten 
Verbindungen zu verdeutlichen, wird weiterhin auf potentiell toxische Wirkungen auf den 
Menschen eingegangen. Diesbezüglich muss beachtet werden, dass die Toxizitätsdaten 
überwiegend aus Toxizitätstests (Tierversuche, in vitro Systeme) ermittelt werden. Es ist 
üblich, die Unterschiede in der Empfindlichkeit zwischen Mensch und Tier über sogenannte 
Sicherheitsfaktoren auszugleichen. Zusätzlich werden interindividuelle Unterschiede in der 
menschlichen Bevölkerung (z. B. Kinder, Alte) durch Sicherheitsfaktoren berücksichtigt. In 
der vorliegenden Arbeit werden vor allem die Daten aus chronischen Tests, die die Wirkung 
wiederholter Aufnahmen kleiner Einzeldosen von Substanzen untersuchen, betrachtet.   
 
2.2.1 Organische Verbindungen 
 
Kresol  
Kresole und Kresolderivate sind in der Natur weit verbreitet. Sie entstehen z. B. bei der 
Eiweißzersetzung. Kresole sind in Steinkohlen- und Buchenholzteer enthalten. Sie werden 
außerdem aus Phenol synthetisiert. Verwendung finden Substanzen dieser Gruppe u. a. bei 
der Herstellung von Kresolharzen, Lösungsmitteln, Desinfektionsmitteln, synthetischen 
Gerbstoffen und als Grundstoffe für die Produktion von Farbstoffen, Pestiziden und 





Antiklopfmitteln. Außerdem sind Kresole Bestandteil von Antischaummitteln und werden in 
der Flotation bei der Erzaufbereitung verwendet.  
Bei chronischer Kresol-Exposition können Leber-, Nieren- und ZNS-Schäden zeitverzögert 
auftreten. Es gibt keine Hinweise auf mutagene, kanzerogene oder reproduktionstoxische 
Effekte [Koch, 1995].  
 
Simazin 
Simazin wird als Boden- und Wasserherbizid verwendet [Streit, 1994]. Es gehört zur Gruppe 
der Triazine, welches durch direkte Bodenanwendung im Vorlauf-Verfahren gegen Gräser 
und breitblättrige Unkräuter eingesetzt wird [Wegler, 1970; EPA, 2009; Müller; 2000]. 
Simazin ist in Deutschland nicht mehr zugelassen [Domsch, 1992]. Es gilt als biologisch 
schwer abbaubar [Streit, 1994], wobei seine Persistenz von einigen Monaten bis zu 
mehreren Jahren variiert [EPA, 2009]. 
Simazin verursacht bei chronischer Exposition Tremor, Hoden-, Nieren-, Schilddrüsen- und 
Leberschäden. Außerdem wurden Genmutationen und Kanzerogenität festgestellt [EPA, 
2009]. Eine mutagene Wirkung konnte nicht nachgewiesen werden [Streit, 1994].  
 
Lindan 
Umweltkontaminationen durch Lindan (γ-Hexachlorcyclohexan, γ-HCH) ergeben sich aus 
der früheren Verwendung HCH- oder lindanhaltiger Produkte in der Land- und 
Forstwirtschaft sowie in der Veterinär- und Humanmedizin, wo es als Insektizid mit Kontakt-, 
Fraß- und Atemgiftwirkung eingesetzt wurde. Außerdem kommt es durch 
Produktionsrückstände aus der Lindanherstellung zu Kontaminationen der Umwelt mit 
anderen HCH-Isomeren. Wegen der lang anhaltenden Wirkung, einer relativ einfachen 
Herstellung und einer geringen akuten Toxizität gegenüber Warmblütern, fand es eine weite 
Anwendung. Aufgrund des geringen Abbaus und der damit verbundenen Persistenz ist 
Lindan heute noch, trotz eines europaweiten Verbots seit 2003, in allen 
Umweltkompartimenten nachweisbar [UBA, 2006; Falbe und Regitz, 1997; Fabre et al., 
2005; Haider und Schäffer, 2000].  
Lindan ist ein Nervengift [Daunderer, 1991]. Nerven werden bei geringerer Konzentration 
übererregbar, bei hoher Konzentration gelähmt [Daunderer, 1991]. Es treten zentralnervöse 
Symptome, wie Übelkeit, Unruhe, Kopfschmerz und Krämpfe auf [Herbst, 1983; WHO, 
1991]. Bei chronischer Aufnahme lagert sich Lindan im Körperfett, im Knochenmark, in den 
Nieren, in der Leber, im Nervensystem und im Gehirn ab [Daunderer, 1991]. 
Tierexperimentell ist für γ–HCH eine karzinogene Wirkung nachgewiesen. Exposition 
weiblicher Ratten führte u. a. zur Ausbildung von Schild-drüsentumoren. In menschlichen 
Zellkulturen (in vitro) wirkt γ-HCH mutagen. Im Tier-experiment wurde außerdem eine 










Die PAK-Konzentrationen in Umweltstrukturen infolge anthropogener Emissionen liegen oft 
um ein Vielfaches höher als die PAK-Gehalte, die durch natürliche Prozesse in Böden und 
Pflanzen entstehen [Koch, 1986]. PAK sind in Mineralölen und Mineralölprodukten enthalten. 
Sie entstehen bei der Zersetzung organischer Substanzen in geologischen Zeiträumen und 
vor allem bei der unvollständigen Verbrennung von organischem Material (Kohle, Heizöl, 
Kraftstoffe, Holz) in konventionellen Energiegewinnungsanlagen, bei der Koksherstellung 
und durch Kraftfahrzeuge. Weitere PAK-Quellen sind Wald-, Moor- und andere offene 
Brände [Schinner und Sonnleitner, 1997b]. Andere Eintragungswege in die Umwelt sind z. B. 
Überschwemmung, Verwertung von Abfallstoffen oder Produktion, Transport und Lagerung 
von PAK-haltigen Materialien. Durch diese verschiedenen Entstehungs- und 
Ausbreitungswege sind PAK heute als ubiquitär einzustufen [Hein, 1992; Hembrock-Heger 
et al. 1992; Eisenbrand et al. 2005]. Aufgrund seiner Eigenschaften (vgl. Kap. 2.1.1 und 3.1) 
wird in der vorliegenden Arbeit Anthracen (ANT) als Vertreter für diese Substanzgruppe 
näher betrachtet. 
Daten aus Tierversuchen geben Hinweise darauf, dass PAK eine Reihe adverser Effekte 
verursachen, z. B. Immuntoxizität, Gentoxizität, Reproduktionstoxizität und sie stehen im 
Verdacht Arteriosklerose zu begünstigen [Lewandowski et al. 1997; Scheffer und 
Schachtschabel, 2002]. Anhand von mikrobiologischen Tests wird Anthracen als stark 
photomutagene Verbindung eingestuft [Yan et al. 2004]. Für Anthracen sind aber bislang nur 
unzureichende Daten verfügbar, so dass das carcinogene Potenzial bislang nicht 
nachgewiesen werden konnte [Ming-Ho Yu, 2004].    
 
Galaxolid 
Galaxolid gehört zu den polycyclischen Moschusverbindungen (PCM), die als künstliche 
Duftstoffe und zur Qualitätsverbesserung (Haftung und Intensität des Dufts) in Kosmetika 
und in Konsumprodukten (Wasch- und Reinigungsmittel, Duftverbesserer etc.) Verwendung 
finden [UBA, 2009]. In die terrestrische Umwelt gelangen sie vor allem durch die 
Verwendung von Klärschlamm als Düngemittel [Litz et al. 2007]. 
Galaxolid gilt als leicht Haut reizend und photoirritierend am Tier. Außerdem wurde eine 
schwache endokrine Wirkung in vitro festgestellt. Aufgrund der lipophilen Eigenschaften 
kann es zu einer Anreicherung von Galaxolid im Fettgewebe von Mensch und Tier führen 
und wird im Blut, Nabelschnurblut, Fettgewebe und in der Muttermilch gefunden [UBA, 
2009]. Untersuchungen zeigen, dass Galaxolid kein gentoxisches und mutagenes Potenzial 
aufweist, Daten zur Kanzerogenität fehlen [BMGF, 2005]. Laut Umweltbundesamt besteht 
vor allem weiterer Forschungsbedarf hinsichtlich des Verhaltens und Verbleibs in der 






2.2.2 Anorganika  
 
Böden enthalten Metalle und Metalloide, wobei die Mengen entsprechend des geologischen 
Hintergrundes variieren. Bei nicht intensiv bewirtschafteten und nicht immissionsbelasteten 
Böden sind die bioverfügbaren Anteile der Metalle und Metalloide das Ergebnis der 
Gesteinsverwitterung und anderer bodenbildender Prozesse. Außer in der Umgebung 
abbauwürdiger Erzlagerstätten werden kritische Bodenkonzentrationen hinsichtlich 
relevanter Metalle und Metalloide in der Regel nicht erreicht. Jedoch wird eine Reihe von 
Elementen als Folge menschlicher Aktivitäten, wie Erzbergbau (sowie Erzaufbereitung), im 
Umfeld von Anlagen zur Förderung fossiler Brennstoffe und von metallverarbeitenden 
Betrieben, durch Anlagen zur Energiegewinnung und Verkehr sowie Abfalldeposition und 
Aufarbeitung, in großen Mengen freigesetzt. Sie gelangen vor allem durch trockene und 
nasse Deposition sowie durch direkte Zufuhr bestimmter Materialien, wie Abwasser, 
Klärschlamm, Müllkomposte oder auch Düngemittel, in den Boden. In den vergangenen 
Jahrzehnten nahm die Bedeutung der Landwirtschaft als Quelle für erhöhte Metalleinträge in 
den Boden zu. Vor allem der Einsatz cadmiumhaltiger Phosphatdünger sowie der aufgrund 
der Nutzung metallhaltiger Futtermittelzusätze anfallende metallbelastete Wirtschaftsdünger 
(vor allem Zn) trägt zur Zunahme des Metallgehaltes des Bodens bei. Verkehr und 
Kleinfeuerungsanlagen erwiesen sich als die wesentlichen Emittentengruppen der Elemente 
As, Pb, Cd, Ni und Zn. Der Verkehr stellt auch eine wesentliche Quelle für Cr dar. Im 
Folgenden wird näher auf die relevanten Elemente eingegangen. 
 
Blei 
Anthropogenes Blei wird hauptsächlich über die Atmosphäre in den Boden eingetragen. Die 
emittierten Feinstaubpartikel und Aerosole können mit dem Wind über große  Entfernungen 
transportiert werden, so dass selbst in industriefernen Gebieten ein erhöhter Pb-Eintrag 
festzustellen ist. Wichtige Pb-Quellen sind die Eisen- und Stahlerzeugung, die Verhüttung 
und Verarbeitung von Bleierzen, die Verhüttung von Kupfer- und Zinkerzen sowie 
Großfeuerungsanlagen (Kraftwerke, Zementfabriken). Lokal extrem erhöhte Bodengehalte 
können durch Verhüttung, Farbenerzeugung und Batterierecycling bedingt sein. Außerdem 
stellen Erz- und Abraumhalden weitere Pb-Quellen dar. Bleihütten, Raffinerien, 
Akkumulatorenhersteller, Kabelwerke, keramische und Glasindustrie, Eisenhütten und 
Müllverbrennungsanlagen emittieren überwiegend Staubpartikel. Bedingt durch die 
jahrzehntelange Verwendung von Bleitetraethyl als Antiklopfmittel für Motoren betstehen 
Belastungen über Jahrzehnte. Langjährige Ausbringung von Klärschlämmen und 
Siedlungsabfällen tragen weiterhin zur Bleianreicherung im Boden bei [Scheffer und 
Schachtschabel, 2002; Schinner und Sonnleitner, 1997a]. 
Für den Menschen ist Blei ein toxisches Element, Bleimangelerscheinungen sind nicht 
bekannt [Marquardt und Schäfer, 1994]. Als Wirkungen auf den Menschen sind 






Herzkreislaufsystems und der Fortpflanzungsorgane bekannt. Vor allem Kinder sind durch 
Blei gefährdet (Enzephalopathien), da die Resorption des oral aufgenommenen Bleis etwa 
fünfmal höher liegt als bei Erwachsenen [Schinner und Sonnleitner, 1997a, Marquardt und 
Schäfer, 1994]. Für den transplazentaren Übergang besteht keine Barriere und so kann es 
zur Belastung des Feten bzw. des Embryo führen. Blei lagert sich mit einer Halbwertszeit 
von bis zu 20 Jahren im Skelett ab und kann aus den Knochen wieder remobilisiert werden 
[Eisenbrand et al. 2005, Koch, 1995].  
 
Cadmium 
Cadmium weist eine enge chemische Verwandtschaft zu Zink auf. Auch in der Natur sind sie 
miteinander vergesellschaftet. So wird Cd bei der Zinkverhüttung und auch in geringerem 
Ausmaß bei der Blei- und Kupfergewinnung emittiert. Die Cd-Belastung der Atmosphäre 
stammt hauptsächlich aus anthropogenen Quellen, wie Bergbau und Verhüttung, 
Galvanisierung, Stahlproduktion, Herstellung von Farben, Legierungen, Düngern und 
Batterien, Verbrennung fossiler Energiestoffe, Abrieb von Autoreifen, Applikation von 
Pestiziden und Zigarettenrauch. Auch Klär- und Baggerschlamm sowie Müll- und 
Müllklärschlammkomposte und Phosphatdünger sind wichtige Cd-Quellen [Schinner und 
Sonnleitner, 1997a; Scheffer und Schachtschabel, 2002; Clemens, 2006].  
Cadmium gehört zu den toxikologisch bedenklichsten Schwermetallen, für das Intoxikationen 
bei Bevölkerungsgruppen infolge chronischer, umweltrelevanter Exposition nachgewiesen 
werden konnte. Eine entsprechende Cadmiumintoxikation wurde in Japan beobachtet. Sie 
ist unter dem Namen „Itai-Itai-Krankheit“ bekannt und wurde durch den Verzehr von Cd-
belastetem Reis verursacht [Koch, 1995; Eisenbrand, 2005]. Cadmium wirkt auf Tiere, 
Menschen, Pflanzen und Mikroorganismen bereits in sehr geringen Konzentrationen toxisch. 
Der Mensch resorbiert Cd über den Atmungs- und Verdauungstrakt und reichert es in Nieren 
und Leber an [Schinner & Sonnleitner, 1997a]. Dies führt zu irreversiblen Nierenschäden, 
welche vermutlich auch die Ursache von Knochenveränderungen (Knochenerweichung und 
Osteoporose) sind. Epidemiologischen Studien zufolge, führt die chronische Einwirkung von 
Cd zu Schädigungen der männlichen Keimzellen, der Herzkranzgefäße sowie zu 
Bluthochdruck. Im Tierversuch ist Cd eindeutig krebserzeugend. Für den Menschen steht Cd 
im Verdacht, Krebs der Lunge und der Prostata auszulösen [Eisenbrand, 2005]. Die hohe 
Toxizität für Tiere, Pflanzen und Mikroorganismen beruht auf der chemischen und 
physikalischen Ähnlichkeit zum Zink, wodurch eine Substitution des essentiellen Zinks durch 
Cd z. B. in Enzymen erfolgen kann [Schinner und Sonnleitner, 1997a]. 
 
Zink 
Zink ist ein in vielen Bereichen verwendetes Metall. Es wird vor allem in der Autoindustrie, in 
vielen metallverarbeiteten Betrieben als Korrosionsschutz aber auch in Haushaltsartikeln 
und für die Produktion von Bildschirmen und Trockenbatterien verwendet. Da Zn-Erze in der 
Regel auch andere Schwermetalle enthalten, findet bei einer Zinkanreicherung auch eine 






stammt vorwiegend aus der Verbrennung von Kohle und Öl, durch die technische 
Verwendung zum Korrosionsschutz, durch den Reifenabrieb und die Verbrennung von 
Gummiprodukten. Hohe Gehalte findet man in der Umgebung von Verhüttungsbetrieben. In 
der Landwirtschaft wird Zink teilweise in Handelsdüngern oder Futtermitteln mit verwendet 
und ist Bestandteil bestimmter Pestizide. Klärschlamm, kompostierte Siedlungsabfälle und 
Hafenschlämme sind weitere mögliche Zinkquellen.  
Zink gehört zwar zu den essentiellen Elementen, wirkt jedoch in hohen Konzentrationen 
toxisch. So äußern sich chronische Vergiftungserscheinungen durch Zink beim Menschen 
durch Kopfschmerz, Müdigkeit, Magenbeschwerden, Erbrechen und Anämie. Außerdem 
werden die Leber- und Nierenfunktionenen beeinträchtigt. Auch sind Beeinflussungen des 
Immunsystems möglich [Pankow, 2003].       
  
Chrom   
Chromate und Dichromate werden durch verschiedene industrielle Prozesse in die Umwelt 
freigesetzt. Die wichtigste Quelle für Chrom in der Atmosphäre ist die Verbrennung von 
Kohle. Außerdem wird Chrom durch die Verbrennung von Öl und Müll freigesetzt. 
Vielfältigen Einsatz findet es auch in der industriellen Produktion. Vor allem in der 
metallurgischen Industrie bei der Herstellung nichtrostender Stähle, verschiedener 
Legierungen und Korrosionsinhibitoren, bei der Herstellung von Baustoffen, Farben, Lacken, 
Glas- und Keramikgegenständen, als Gerbmittel in der Lederindustrie  sowie als 
Holzbeizmittel findet Cr Verwendung.  
Chrom ist für Pflanzen wahrscheinlich entbehrlich, für Menschen und Tiere hingegen stellt es 
einen essentiellen Mikronährstoff dar [Schinner und Sonnleitner, 1997a]. Toxikologisch 





 in nahezu allen Testsystemen zur Ermittlung mutagener Wirkung 
aktiv und die karzinogene Wirkung von Cr
6+-
Verbindungen ist im Tierversuch nachgewiesen 
und wird von epidemiologischen Studien (beruflich exponierter Bevölkerungsgruppen) 
unterstützt. Cr
6+ 
- Verbindungen zeigen beim Menschen akute und chronische Toxizität, 
wobei sich akute Intoxikationen u. a. in Nierenschädigungen manifestieren. Chronische 
Exposition kann zu Veränderungen des Gastrointestinaltraktes sowie zur Akkumulation in 
Leber, Niere, Schilddrüse und Knochenmark führen [Koch, 1995]. 
 
Nickel 
Nickel wird vorwiegend bei der Produktion von Stahl und Legierungen sowie in der Galvanik- 
und Elektronikindustrie verwendet. Durch Abwasser aus diesen Prozessen sowie durch 
unsachgemäße Deponierung von nickelhaltigen Materialien (z. B. Ni-Cd-Akkus, Cr-Ni-Zellen) 
gelangt Ni in das aquatische Ökosystem und wird auch in Klärschlämmen angereichert. 
Durch die Verbrennung von Kohle, Diesel, Benzin, Heizöl und Abfall, durch den Kfz-Verkehr, 
den Ni-Bergbau und die Ni-Veredelung gelangt dieses Element über die Luft in den Boden 
[Schinner und Sonnleitner, 1997a; Scheffer und Schachtschabel, 2002]. Die Verteilung in der 
Umwelt erfolgt auch über Nahrungsketten [Koch, 1995]. 





Nickel ist für einige Organismen essentiell, jedoch konnten beim Menschen bislang keine 
Nickelmangelerscheinungen beobachtet werden [Koch, 1995]. Eine mutagene und 
kanzerogene Wirkung beim Menschen ist nachgewiesen [Reichl, 2002; Pankow, 2003]. 
Chronische Exposition führt zu kardiovaskulären Effekten und beeinflusst das Immunsystem 
sowie das endokrine System. Nickel wirkt als starkes Allergen. Es kann außerdem die 
Plazenta passieren und so embryonale Effekte verursachen [Koch, 1995].     
 
Arsen       
Arsenquellen sind Düngemittel, Pestizide, Klärschlämme, industrielle Abfälle, bergbaulicher 
Abraum, Kohle, Erdöl, Flugaschen, Detergentien und Futtermittelzusätze [Schinner und 
Sonnleitner, 1997a].  
Bei chronischer As-Exposition sind vor allem die Haut und das Nervensystem betroffen: 
Hyperpigmentierung und Hyperkeratose der Haut sowie Empfindungsstörungen der 
sensorischen Nerven und Mattigkeit sind typisch. Außerdem werden Leberschäden, 
beginnend mit Gelbsucht bis hin zur Leberzirrhose, und Gefäßschäden, vermehrter 
Haarausfall, gestörtes Nagelwachstum und Verdauungsstörungen beobachtet [Pankow, 
2003; Eisenbrand, 2005]. Arsen wirkt teratogen und mutagen. Auch gibt es Hinweise auf 
eine kanzerogene Wirkung [Reichl, 2002]. Gegenwärtige Untersuchungen haben die 
Gefährdung des Menschen durch As-belasteten Reis zum Inhalt [Yu-Hong Su et al. 2010; 
Abedin et al. 2002a; Abedin et al. 2002b]. 
 
 
2.3 Transfer Boden-Pflanze 
 
Um die Ergebnisse mit verschiedenen Versuchsansätzen, bei denen der Übergang von 
Schadstoffen zwischen Boden und Pflanze mit unterschiedlichen Ausgangskonzentrationen 
untersucht wurde, vergleichen zu können, erfolgt die Bewertung dieser Translokation bzw. 
Bioakkumulation mit Hilfe des Biokonzentrationsfaktors (BCF, bioconcentration factor). 
Dieser wird unterteilt in den sogenannten Wurzelkonzentrationsfaktor (RCF, root 
concentration factor), der zur Beschreibung der relativen Anreicherung einer Chemikalie in 
der Pflanze gegenüber dem Boden verwendet wird, sowie den 
Transportkonzentrationsfaktor (TCF, transport concentration factor), welcher die relative 
Anreicherung eines Substanz im oberirdischen Pflanzenteil gegenüber der Wurzel 
beschreibt.  
Der Wurzelkonzentrationsfaktor, der die Schadstoffaufnahme vom Boden in die Wurzel 
beschreibt, wird wie folgt berechnet: 
 
RCF     =   Schadstoffkonzentration in der Pflanzenwurzel 
                         Schadstoffkonzentration im Boden 
 





Der Transportkonzentrationsfaktor zur Bewertung der Verlagerung einer Substanz von der 
Wurzel in den oberirdischen Pflanzenteil wird wie folgt berechnet: 
 
TCF     =    Schadstoffkonzentration im oberirdischen Pflanzenteil 
                         Schadstoffkonzentration in der Wurzel      
 
Die Biokonzentrationsfaktoren (RCF und TCF) werden auf die Trockenmasse bezogen. Sie 
können jedoch nur als grobe Abschätzung dienen, da die Aufnahmeraten sowohl für den 
pflanzlichen Genotyp (Art, Sorte) spezifisch sind, als auch von Boden- und Klimafaktoren (z. 
B. Bodenfeuchte, Temperatur, Gehalt an organischer Substanz) abhängen. Die BCF können 
während einer Vegetationsperiode einer Pflanze große Unterschiede aufweisen. Zur 
Beurteilung der Biokonzentrationsfaktoren müssen deswegen Angaben zu den 
Versuchsbedingungen und dem physiologischen Alter der Pflanze mit betrachtet werden. 
Außerdem ist zu beachten, dass durch Gefäßversuche die Aufnahmeraten überschätzt 
werden können, da hier ein größeres Wurzel : Bodenverhältnis vorliegt als unter 
Freilandbedingungen. Biokonzentrationsfaktoren kleiner 1 bedeuten, dass keine 
Bioakkumulation stattfindet [Heinrich, 1997; LfU, 1998b; Burken und Schnoor, 1998; 
Gonzalez et al. 2003; Moral et al. 1994].  
 
 
2.4 Bodenzusatzstoffe zur gezielten Veränderung der Bodenqualität  
 
Von Bedeutung für den Transfer von Chemikalien aus dem Boden in die Pflanzen ist, wie 
bereits erwähnt, die Verfügbarkeit der jeweiligen Chemikalie für die Pflanzen. Diese wird 
stark durch die Bindung an / in der Bodenmatrix bestimmt. Folglich wirken sich Änderungen 
im Boden, z. B. durch Düngerzugaben, auf diese Vorgänge aus.  
Im Rahmen des Projektes PROTECTOR, das Anlass für diese Untersuchungen war und in 
dem die Ergebnisse verwendet wurden, wurde ein Bodenverbesserungsmaterial (BVM) 
entwickelt, welches aus tierischem Knochenmehl und anderen Abfall- und Reststoffen durch 
biotechnologisches Recycling hergestellt wird. Der hohe Phosphatgehalt dieses Materials 
macht es als Nährstofflieferant für Nutzpflanzen interessant. Um sowohl 
pflanzenphysiologische Effekte, mögliche Bioakkumulation und potentielle Gefährdung durch 
die ausgewählten Schadstoffe an Kulturpflanzen untersuchen zu können, wurden Tomaten- 
und Paprikapflanzen verwendet, die zu den meist verzehrten Gemüsesorten zählen.  
Ob und wie sich das Einbringen des Bodenverbesserungsmaterials in den Boden auf die 
Schadstoffaufnahme durch Pflanzen auswirkt, ist ein weiterer Aspekt der Untersuchungen 
der vorliegenden Arbeit. Hodson et al. (2001) zeigten bereits, dass die Behandlung von 
Böden mit Knochenmehl, welches auch die Ausgangssubstanz des in dieser Arbeit 
untersuchten Bodenverbesserungsmaterials ist, zu einer Änderung der Metallfreisetzung aus 
Böden führen kann. An Hand von Säulenversuchen konnte festgestellt werden, dass die 





Metallkonzentrationen (unter anderem Zn, Ni) im Bodeneluat mit Erhöhung des 
Knochenmehlanteils im Boden abnehmen. Blei konnte, trotz Anwesenheit im Boden, im 
Eluat nicht nachgewiesen werden. Shi-Bao Chen et al. (2006) führten Untersuchungen mit 
Knochenkohle durch. Hier zeigte sich, dass die Bleikonzentrationen in Chinakohl, mit 
ansteigendem Knochenkohle-Gehalt im Boden, abnahmen. 
Damit ergaben sich aus dem Projekt die folgenden Ziele, die z. T. im Rahmen der Arbeit 
verfolgt wurden: 
 Bestimmung der Aufnahme ausgewählter organischer und anorganischer 
Schadstoffe durch Tomaten- und Paprikapflanzen in Abhängigkeit der 
Schadstoffkonzentration im Substrat bzw. der Nährlösung sowie der 
Kultivierungsdauer.  
 Untersuchung der Translokation und Bioakkumulation der Schadstoffe. Dabei 
erfolgte eine getrennte Untersuchung der Pflanzenteile (Wurzel, Spross und Blätter, 
Früchte). 
 Entwicklung analytischer Methoden für die Untersuchnung der Substanzen in den 
Pflanzenteilen sowie im Susbtrat und in den entsprechenden Nährlösungen. 
 Untersuchung möglicher pflanzenphysiologischer Effekte durch Schadstoffe oder 
BVM. 
 Möglicher Eintrag in die Nahrungskette und potentielle Gefährdung der 
Konsumenten durch die aufgenommenen Schadstoffe in Tomaten- und 
Paprikapflanzen. 
 Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials auf den Transfer der Schadstoffe in die 
Pflanzen. 
 





3 Material und Methoden 
 
3.1 Versuchspflanzen und problemrelevante Chemikalien  
 
 Als Versuchspflanzen wurden Tomaten- (Lycopersicon esculentum) und Paprikapflanzen 
(Capsicum annum L.) verwendet. Die Auswahl der Pflanzen beruht zum einen auf der im 
Projekt PROTECTOR behandelten Zielstellung (vgl. Kap. 2.4). Zum anderen sind Tomaten 
und Paprika häufig verzehrte Gemüsesorten in Deutschland. Sie sind ganzjährig im Angebot 
und werden vorwiegend aus EU-Staaten wie z. B. Spanien, Niederlande, Ungarn, Italien 
oder Israel importiert. Aufgrund des großflächigen Anbaus von Tomaten und Paprika und 
den teilweise langen Transportwegen kommen häufig Pflanzenschutzmittel zum Einsatz. 
Das führte in der Vergangenheit häufig dazu, dass in Tomaten und Gemüsepaprika 
Pflanzenshutzmittelrückstände nachgewiesen wurden [BVL, 2008].  
Aus der Vielzahl von industriell hergestellten bzw. großflächig eingesetzten Chemikalien 
wurden in der vorliegenden Arbeit sowohl Pestizide als auch Substanzen ausgewählt, die 
aufgrund ihrer Häufigkeit, Toxizität, Persistenz und ihres Anreicherungsvermögens in 
verschiedenen Medien für die Umwelt und den Menschen besonders relevant sind. Weitere 
Kriterien für die Auswahl der organischen Verbindungen sind deren unterschiedliche 
physikalisch-chemische Eigenschaften. Sie stehen somit als Vertreter für Substanzgruppen 
mit ähnlichen Eigenschaften. Hierfür wurde vor allem der Oktanol-Wasser-
Verteilungskoeffizient (KO/W) in die Bewertung einbezogen. Als ein Maß für die Verteilung 
einer Substanz zwischen einer lipophilen Phase (n-Oktanol) und Wasser, gibt der 
Verteilungskoeffizient gewisse Hinweise darauf, in welchem Ausmaß sich eine Chemikalie z. 
B. über eine lipidreiche Membran verteilt oder in lipophilen Teilen eines Organismus 
angereichert werden kann. Dies wird wahrscheinlich, wenn der Verteilungskoeffizient groß 
und die Substanz schwer abbaubar ist.  
 
KO/W  =  COktanol  / CWasser                                                                                  
 
(COktanol   Konzentration in Oktanol, 
 CWasser   Konzentration in Wasser)                                                                                                                      
 
Der n-Oktanol-Wasser-Verteilungskoeffizient KO/W wird meist in Form des dekadischen 
Logarithmus lg KO/W zur Diskussion herangezogen. Ein niedriger lg KO/W charackterisiert gut 
wasserlösliche Substanzen. Je lipophiler eine Substanz ist, desto größer ist der zugehörige 
lg KO/W-Wert [Haider und Schäffer, 2000]. In Tab. 1 sind die im Rahmen dieser Arbeit 
verwendeten organischen Verbindungen und einige ausgewählte und relevante physikalisch-
chemische Eigenschaften dargestellt.  
 





Tabelle 1: Formeln und ausgewählte Eigenschaften der verwendeten organischen 
Substanzen 
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Weiterhin wurde die Aufnahme der Metalle Blei (Pb), Cadmium (Cd), Chrom (Cr), Zink (Zn) 
und Nickel (Ni) sowie des Metalloids Arsen (As) durch die Versuchspflanzen untersucht. Alle 
in anorganischen Schadstoffen enthaltenen Elemente sind auch in natürlicher Weise in 
Böden vorhanden, in diesen jedoch in der Regel in sehr geringen Konzentrationen. Durch 
anthropogene Einflüsse können aber erhöhte Bodenkonzentrationen auftreten, so dass ein 
mögliches Risiko für Tier und Mensch über den direkten Kontakt und/ oder indirekt über die 
Nahrungskette bestehen kann. Ebenso können physiologische Veränderungen an Pflanzen 
(Toxizitätsschäden), wie bereits oben beschrieben, auftreten [Scheffer und Schachtschabel, 
2002]. Metalle, welche im Zusammenhang mit der Anreicherung im Boden und der 
Aufnahme durch Pflanzen die größte Aufmerksamkeit erhielten, sind Cd, Cr, Ni, Pb, Zn und 
das Metalloid As. In Tab. 2 sind Angaben zu ihren LD50–Werten (Ratte) zusammengestellt 
worden. Die Elemente Cd, Cr und As weisen eine sehr hohe Toxizität für Mensch und Tier 
auf, während die Toxizität von Pb und Ni als mäßig und jene von Zn als gering eingestuft 
wird [Schinner & Sonnleitner, 1997a].   
 
Tabelle 2: Verwendete anorganische Verbindungen mit Toxizitätsdaten 
Element Abkürzung Verwendete Verbindung 
LD50 (Ratte, oral) 
[mg/kg] 
Arsen As AsHNa2O4 * 7H2O 110 
Cadmium Cd CdCl2 88 
Blei Pb Pb(NO3)2 500 
Chrom Cr K2CrO4 80-114 
Zink Zn ZnCl2 528 
Nickel Ni NiSO4 * 6H2O 350 




Bei den Versuchspflanzen handelte es sich, wie bereits oben erwähnt, um Tomaten- 
(Lycopersicon esculentum, Handelsname: Marmande) und Paprikapflanzen (Capsicum 
annum L., Handelsname: Pusztagold), die im Gewächshaus unter kontrollierten 
Bedingungen (jedoch nicht klimatisiert) kultiviert wurden. Die Versuchsreihen wurden als 
Gefäßversuche (3-fach Bestimmungen) durchgeführt, wobei die Pflanzen in einer Sand-
Hydrokultur angebaut wurden (vgl. Abb. 5). Durch die Verwendung von Sand wurde 
versucht, den Einfluss von Bodenmatrix (Sorption, Komplexierung) auf die 
Schadstoffaufnahme durch die Pflanzen zu minimieren. Weiterhin wurde dadurch die 
Analyse der Schadstoffe erleichtert (geringe Matrixeffekte). Das Nährlösungsvolumen 
(Zusammensetzung der Nährlösung siehe Anhang A) wurde durch tägliches Gießen 






Bei der Schadstofflösung handelt es sich in der Versuchsreihe 2006 (VR 2006) um 
Gemische aus organischen und anorganischen Verbindungen, deren genaue 
Zusammensetzung in Anhang B aufgelistet wurde. Es wurde mit verschiedenen 
Versuchsansätzen gearbeitet, bei denen unterschiedliche Schadstoffkonzentrationen zum 
Einsatz kamen. Hierbei sollte vor allem untersucht werden, ob und in welchem Maße die 
relevanten Schadstoffe in die Versuchspflanzen übergehen (Bioakkumulation) und in welche 
Pflanzenteile bevorzugt der Transport und die Verteilung (Translokation) erfolgen. Weitere 
Fragestellungen, die untersucht werden sollten, waren zum einen der Einfluss der 
Schadstoffbelastung auf die Biomasse sowie zum anderen eventuell vorhandene 
Unterschiede bei der Aufnahme durch Tomaten- und Paprikapflanzen. Jeder 
Versuchsansatz wurde mit und ohne Bodenverbesserungsmaterial (vgl. Kap. 2.4) 
durchgeführt, um ein mögliches Mobilisierungs- bzw. Rückhaltevermögen der Schadstoffe 
durch den Bodenverbesserer zu untersuchen.  
Bei der Versuchsreihe im Jahr 2007 (VR 2007) wurde mit Tomatenpflanzen (Lycopersicon 
esculentum) gearbeitet. Bei diesen Experimenten standen vor allem das zeitabhängige 
Aufnahmeverhalten sowie die Abhängigkeit der Schadstoffaufnahme von der Konzentration 
im Substrat im Vordergrund. Es wurde bei allen Versuchen mit Kontrollpflanzen (ohne 
Schadstoffzugabe) gearbeitet. Ebenso wurden Kontrollversuche mit Substrat ohne Bewuchs 
(mit Schadstoffzugabe) durchgeführt. Die Versuchsdauer aller Experimente entsprach einer 
Vegetationsperiode. Die Versuchspläne werden aus Anhang B ersichtlich.  
Nach Beendigung der Schadstoffexposition wurden die Pflanzen in ihre ober- und 
unterirdischen Pflanzenteile getrennt. Bei ausreichender Biomasse wurde der oberirdische 
Pflanzenteil in Teilabschnitte von 0 – 50 cm und > 50 cm unterteilt. Die Früchte wurden 
bereits während des Wachstums bei erreichtem Reifezustand geerntet. Die Wurzeln wurden 
gründlich mechanisch gereinigt und mit bidestilliertem Wasser wiederholt gespült, um 
anhaftende Substratbestandteile zu entfernen. Nach der Separierung der Pflanzen erfolgte 
die Bestimmung der Frischmasse. Das Pflanzenmaterial wurde bis zur Analyse bei -20°C 
gelagert. Vor der Probenvorbereitung wurden die gefrorenen Pflanzen aufgetaut und 
luftgetrocknet. Separat wurde die Trockenmasse bestimmt.  
Weiterhin wurden Nährlösungen und Substrat beprobt. Zunächst wurde das Volumen der 
Nährlösungen bestimmt. Die Proben wurden bis zur weiteren Verwendung im Kühlschrank 
gelagert. Nach der Homogenisierung des Substrats wurde von diesem eine repräsentative 
Teilprobe entnommen. Die, für die Analyse der organischen Verbindungen bestimmten 
Substratproben, wurden bei Zimmertemperatur und die Substratproben für die Analyse der 

















3.3.1.1 Extraktion der organischen Verbindungen 
 
Zur Probenvorbereitung der Nährlösungen wurde die Festphasenmikroextraktion (SPME, 
Abb. 6) verwendet. Die SPME ist eine Extraktionsmethode, die auf der Verteilung der  
Analyten zwischen zwei Phasen beruht und in Analogie zur Flüssig-Flüssig Extraktion wird 
ein Verteilungsgleichgewicht angestrebt. Das Prinzip der SPME beruht auf der Anreicherung 
von Analyten auf bzw. in einer Polymerschicht, die auf einer Quarzfaser aufgebracht wurde. 
Durch Eintauchen der polymerbeschichteten SPME-Faser in die flüssige Probe oder durch 
Exposition der Faser im Dampfraum einer Probe (Headspace-SPME) werden die Analyten 
extrahiert. Anschließend werden die angereicherten Moleküle durch Thermodesorption direkt 
im Injektor des Gaschromatographen (GC) von der Faser entfernt und auf die GC-Kapillare 
zur Analyse transferiert. Die SPME stellt eine einfache, zeitsparende und vor allem 
lösemittelfreie Kombination aus Probenahme, Extraktion, Anreicherung und 














                                  Abb. 6: SPME-Faser mit Halterung 
 
Durch Vorversuche wurden von drei zur Verfügung stehenden Varianten – PDMS 
(Polydimethylsiloxan), PA (Polyacrylat) und PDMS/DVB (Polydimethylsiloxan + 
Divinylbenzen) - das geeignete Beschichtungsmaterial der Faser (Abb. 7) sowie die 
optimalen Extraktionsbedingungen ermittelt (vgl. Abb. 8 sowie Anhang C, Abb. 1). Aus Abb. 
7 wird ersichtlich, dass mit der 85 µm Polyacrylat (PA) – Beschichtung für die meisten 
Analyten die höchsten Extraktionsausbeuten bei einer Extraktionsdauer von 60 min erzielt 




Abb. 7: Auswahl des Fasermaterials 
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Abb. 8: Abhängigkeit der Extraktionsausbeute von der Extraktionszeit unter Einsatz einer 
PA-beschichteten Faser 
 
Galaxolid wird nach Heberer et al. [1999] besser im headspace-SPME Modus als aus der 
Lösung angereichert. Um jedoch ein Multikomponentenmethode zur Verfügung zu haben, 
wurde Galaxolid ebenfalls nach Anreicherung aus der Lösung bestimmt. Die 
entsprechenden Nachweisgrenzen (Tab. 3) für die Methodik erlauben eine empfindliche 
Bestimmung aller Substanzen. Die Kalibrationsfunktionen sind in Anhang E dargestellt. 
 
Tabelle 3: Analytische Parameter der betrachteten Verbindungen 
















m-Kresol 0,5 11 11 27 107 108 
Simazin 0,25 17 8 27 186 201 
Lindan 0,5 22 8 35 219 181 
Anthracen 0,25 11 11 21 152 178 
Galaxolid 1 23 23 34 258 243 
*     n = 7               
**    n = 6               
 
Für die Untersuchung der Realproben wurden 4 ml der Nährlösung entnommen und 1 g 
NaCl zur Probe gegeben, um eine einheitliche Ionenstärke der Lösung einzustellen 
(Sättigung mit NaCl) und damit den Aussalzeffekt für die Steigerung der 
Extraktionsausbeuten zu nutzen. Die Analyten wurden 60 min lang mit einer PA SPME-
Faser extrahiert. Während der Extraktion wurde die gleichmäßige Durchmischung der Probe 
durch einen Magnetrührer (1000 U/min) gewährleistet. Nach der Anreicherung wurden die 
Verbindungen bei 280°C (3 min) im Injektor des Gaschromatographen desorbiert und mittels 






Analysenmethoden für Pestizide, Phenole und PAK übernommen [Möder et al. 2000; 




Für die Bestimmung der Konzentration der Spurenelemente wurden die ICP- 
Massenspektrometrie (für Lösungen) sowie die Röntgenfluoreszensanalyse für die 
Feststoffe (RFA, vgl. Kapitel 3.4.3) eingesetzt. Für die Bestimmung der Elemente mittels 
ICP-MS wurden die Nährlösungen vor der Analyse filtriert und konnten aufgrund des hohen 
Salzgehaltes nur verdünnt analysiert werden.  
 
3.3.2 Substrat 
3.3.2.1 Extraktion der organischen Verbindungen 
 
Um organische Schadstoffe in der relevanten Konzentration in den Substraten (Sandboden) 
bestimmen zu können, müssen diese aus der Matrix extrahiert werden.  
Zur Extraktion der Substratproben wurde die beschleunigte Lösemittelextraktion (ASE, 
Accelerated Solvent Extraction, Instrument ‚ASE – 200‘, Fa. Dionex) verwendet. Die ASE, 
als eine spezifische Technik der pressurized liquid extraction – PLE, basiert auf der 
Extraktion organischer Verbindungen aus festen Matrices unter erhöhtem Druck und bei 
hoher Temperatur. Während die Temperatur die Extraktionskinetik beschleunigt, hält der 
Druck das Lösemittel im flüssigen Zustand und erlaubt so schnelle und einfache 
Extraktionen. Im Gegensatz zu anderen herkömmlichen Extraktionsverfahren zeichnet sich 
die ASE durch einen geringen Lösemittelverbrauch, kurze Extraktionszeiten und hohe 
Ausbeuten aus. 
Die Aufbereitung der Proben erfolgte im Detail nach folgendem Schema: 
10 g homogenisiertes, getrocknetes Substrat wurden mit n-Hexan/ Aceton (50/50, v/v) bei 
120 °C und 140 bar extrahiert. Zur Aufreinigung wurden die Extrakte auf 100 µl eingeengt 
(30°C Badtemperatur, TurboVap II) und anschließend einem clean up unterzogen. Als clean 
up - Adsorbens wurde Kieselgel (1g, überschichtet mit 250 mg Na2SO4) verwendet, welches 
zunächst mit 5 ml n-Hexan/ Aceton (65/35, v/v) konditioniert wurde. Anschließend wurde die 
Probe gleichmäßig auf die Kieselgeloberfläche gegeben und mit 10 ml Lösemittel (n-Hexan/ 
Aceton, 65/35, v/v) eluiert. Danach wurden die Proben auf 1 ml eingeengt (30°C) und 
standen für die GC-MS Analyse bereit. 
 





3.3.2.2 Aufschluss für die Konzentrationsbestimmung der Elemente 
 
Das getrocknete Substrat (< 2mm) wurde nach DIN ISO 11464 analysenfein (<150 µm) 
(Planetenkugelmühle, Fa. Retsch) gemahlen. Um die säurelöslichen Anteile der relevanten 
Spurenelemente im Substrat zu bestimmen, wurden die Proben nach DIN ISO 11466 
vorbehandelt. Dazu wurden jeweils 3g Probe mit einer Salzsäure/ Salpetersäure (3:1) - 
Mischung (Königswasser) (nach einer Reaktionszeit von 16h unter Raumbedingungen) 2 h 
unter Rückfluss extrahiert. Die Extrakte wurden mittels ICP-MS analysiert.  
 
3.3.3 Pflanzen 
3.3.3.1 Extraktion der organischen Verbindungen 
 
Ebenso wie bei den Substraten ist es auch für die Bestimmung der organischen 
Verbindungen im Pflanzenmaterial erorderlich, eine Extraktion derselben aus der Matrix der 
eigentlichen Bestimmung vorzuschalten. Dazu wurde das luftgetrocknete Pflanzenmaterial 
zunächst gemahlen. Eine repräsentative Teilprobe (ca. 5 g) wurde entnommen und mit einer 
Apparatur nach Soxhlet 4 Stunden lang mit Cyclohexan extrahiert. Im Anschluss wurden die 
Extrakte filtriert und auf 500 µl eingeengt (TurboVap II). Zur Abtrennung der Matrix erfolgte 
ein clean up – Schritt an Silicagel (1g, konditioniert mit 5 ml n-Hexan/ Aceton (65/35, v/v). 
Die Analyten wurden mit 10 ml n-Hexan/ Aceton (65/35, v/v) eluiert und auf 1 ml eingeengt 
(TurboVap II). Die Analysen wurden mittels GC-MS durchgeführt. 
 
3.3.3.2 In vivo- Experimente zur Bestimmung der organischen Verbindungen 
 
Zusätzlich zu den beschriebenen Pflanzenanalysen wurden während der Vegetations-
periode in vivo – Messungen mittels SPME in den Pflanzen durchgeführt (vgl. Abb. 9). Im 
Gegensatz zu konventionellen Analysentechniken ist die in vivo- Beprobung eine 
zerstörungsfreie Methode, bei der das Pflanzenwachstum nicht beeinträchtigt wird. Es 
können somit mehrere Messungen zu verschiedenen Zeitpunkten an einem Individuum 
durchgeführt werden. Ebenso können auch individuelle Unterschiede zwischen einzelnen 
Pflanzen gut aufgezeigt werden [Lord et al. 2004]. Für die Untersuchungen wurden mit einer 
sterilen Nadel ca. 1,5 cm tiefe Löcher in den Stamm der Pflanze gebohrt, diese Bohrungen 
mit einer Pufferlösung (vgl. Anhang B) gefüllt und anschließend die SPME – Faser mit dem 
polyacrylatbeschichteten Teil darin platziert. Die Faser verblieb für eine Woche im Stamm 
der Pflanze und war so mit dem aktiven Pflanzenmaterial direkt im Kontakt. Zum Zeitpunkt, 
bei dem die SPME-Faser in der Pflanze platziert wurde, wurden die organischen Analyten 
zur Nährlösung gegeben. Nach der Entfernung aus der Pflanze wurden die SPME-Fasern 





mit bidestilliertem Wasser kurz gespült, um restliche Pflanzenpartikel zu entfernen und 
anschließend mittels GC-MS analysiert. Die SPME-Kalibration erfolgte mittels 
Standardlösungen, die während der Mikroextraktion nicht gerührt wurden, um ähnliche 
Extraktionsbedingungen wie in der zu beprobenden Pflanze zu schaffen.  
 
 
Abb. 9: SPME – Faser im Stängel der Tomatenpflanze 
 
3.3.3.3 Aufschluss für die Konzentrationsbestimmung der Elemente  
 
Die getrockneten Pflanzenproben wurden zunächst gemahlen (Plantenkugelmühle der Fa. 
Retsch). 0,2 bis 0,5 g Probe wurden mit 5 ml HNO3 versetzt und über Nacht stehen 
gelassen. Danach wurden 0,5 ml H2O2 zu den bereits teilweise aufgeschlossenen Proben 
gegeben und anschließend mikrowellen-unterstützt (ultraCLAVE III) bei 250°C und 110 bar 
aufgeschlossen. Die resultierenden Lösungen wurden nach entsprechender Verdünnung mit 
deionisiertem Wasser (Millipore) mittels ICP-MS analysiert. Diese Prozedur wurde auch für 
die Bestimmung der Spurenelemente in Früchten verwendet. 
 
3.3.4 Früchte 
3.3.4.1 Extraktion der organischen Verbindungen 
 
Die Extraktion der organischen Verbindungen aus der Fruchtmatrix erfolgte mittels SPME 
(Abb. 10). Dazu wurden die Früchte direkt nach der Ernte püriert und in einem Verhältnis 
von 1:1 mit bidestilliertem Wasser verdünnt, um eine optimale Durchmischung der Probe 





während der SPME-Anreicherung zu erzielen (vgl. Anhang C/ Abb. 1). Da die Probenmatrix 
die Extraktionsausbeuten der Zielsubstanzen erheblich beeinflussen kann, wurden in 
Vorversuchen mit dotierten Früchten die Extraktionsparameter optimiert. Dabei spielten vor 
allem die Extraktionszeit und die Verdünnung eine Rolle (vgl. Kap. 3.3.1.1, Abb. 8 und 
Anhang C/ Abb. 1). Die optimierten, an die Fruchtmatrix angepassten Parameter, sind im 
Folgenden dargestellt: 
 
Verhältnis Probe : Wasser:  1:1                                              
Probenvolumen:   9 ml 
Anreicherungszeit:   60 min 
Faserbeschichtung:   85 µm Polyacrylat 
Anreicherungsart:   Immersion 
Rührgeschwindigkeit:   1000 U/min 
Salzgehalt:    0,25 g/ml 
Desorptionstemperatur:   280 °C 
Desorpionszeit:    3 min 
 
Trotz der optimierten Parameter wird die Extraktionsausbeute sehr stark durch die 
Probenmatrix beeinflußt (Anhang D). Die Wiederfindungen lagen für m-Kresol bei 98%, für 
Simazin bei 52%, für Lindan bei 19%, für Anthracen bei 28% und für Galaxolid bei 1,4%.  
 
 
Abb. 10: Anreicherung der organischen Verbindungen aus der Fruchtmatrix mittels SPME 
 
 
3.3.4.2 Aufschluss für die Konzentrationsbestimmung der Elemente 
 
Die Fruchtproben wurden in gleicher Weise aufgeschlossen wie das Pflanzenmaterial (vgl. 
Kap. 3.3.3.3).  
 





3.3.5 Säulenversuche mit dem Bodenverbesserungsmaterial (BVM) 
 
Bei dem neuentwickelten Bodenverbesserungsmaterial handelt es sich um ein poröses 
Material auf Kohlenstoffbasis mit großer spezifischer Oberfläche. Somit besteht zum einen 
die Möglichkeit, dass es als Adsorbens fungiert und damit Schadstoffe bindet und im 
Substrat zurückhält, so dass sie für eine Pflanzenaufnahme nicht oder nur in geringem Maß 
zur Verfügung stehen.  
Zum anderen können bestimmte Inhaltsstoffe (Salze, PAKs), die durch das spezielle 
Herstellungsverfahren (thermische Behandlung) entstehen können, aus dem BVM 
freigesetzt werden und möglicherweise die Schadstoffaufnahme durch die Pflanze 
unterstützen. Dadurch kann es zu einer vermehrten Schadstoffaufnahme durch die Pflanzen 
kommen.  
Um ein mögliches Rückhalte- bzw. Mobilisierungsverhalten der relevanten 
Umweltschadstoffe durch das Bodenverbesserungsmaterial zu untersuchen, wurden 
Elutionsversuche mit dem Substrat und BVM als Säulenversuche durchgeführt. Dafür 
wurden 150g Substrat mit 1% (w/w) Bodenverbesserungsmaterial vermischt und in Säulen 
gefüllt. Diese prozentuale Zumischung von 1% entspricht den vorgesehenen 
Anwendungsmengen des BVM für landwirtschaftliche Tomaten- und Paprikakulturen. 
Anschließend wurden 0,5 l dotiertes Wasser auf die Säule gegeben. Dabei wurde das 
Wasser mit einem Schadstoffgemisch aus den zu untersuchenden Elementen bzw. einem 
Gemisch aus den relevanten organischen Verbindungen versetzt, deren Zusammensetzung 
und Konzentrationen aus Anhang T ersichtlich werden. Es wurden Doppelbestimmungen 
durchgeführt. Die Schadstofflösung wurde vor und nach dem Durchlauf durch die Säule 
analysiert. Zum Vergleich wurden die Versuche ohne die Zugabe von BVM wiederholt. Der 
Versuchsaufbau ist in Abb. 11 dargestellt. 
 
 









3.4.1 Bestimmung der organischen Verbindungen 
 
Für die quantitative Bestimmung der organischen Verbindungen wurde die 
Gaschromatographie - Massenspektrometrie verwendet. Die Analysen der Nährlösungen 
(VR 2007) und der Fruchtproben wurden mit dem GC-System HP 6890 und dem MSD 5973 
(Agilent Technologies) mit dem Autosampler MPS2 (Fa. Gerstel), ausgestattet mit 
automatischer SPME-Funktion, durchgeführt. Außerdem wurde ein GC-System 6890N mit 
MSD 5973N (Agilent Technologies) für die Bestimmung der organischen Substanzen in den 
Boden- und Pflanzenextrakten sowie den Nährlösungen der Versuchsreihe 2006 verwendet. 
Die Analysenbedingungen werden aus Tab. 4 ersichtlich. Die Quantifizierung der Analyten 
erfolgt durch externe Kalibrierung. Die Kalibrationsfunktionen (Regression) und analytischen 
Parameter der untersuchten Verbindungen in aquatischer sowie in Fruchtmatrix sind in 
Anhang E dargestellt. 
 
Tabelle 4: Trennbedingungen der gaschromatographischen Untersuchung der organischen 
Verbindungen 
Trennsäule 
HP 5 – MS  (ID 0,25mm, Länge 30m, Film 
0,25µm) 




50 °C (1 min) 
8 K/min bis 280 °C 
15 min bei 280 °C 
















3.4.2 Bestimmung der Totalgehalte der Elemente im Extrakt 
 
Zur Bestimmung der Elemente wurde die ICP - (Q) – MS mit pneumatischer Zerstäubung 
(ELAN DRC-e, Perkin Elmer) eingesetzt. Für die Kalibrierung wurden die Multielement-
Standards SPEX 1 - 4 sowie Merck VI in entsprechender Verdünnung verwendet. Die 
Wiederfindungsraten für die einzelnen Elemente sind im Anhang F dargestellt. Die 
Nachweisgrenzen sind in Tab. 5 aufgeführt.  Zur Überprüfung der Analysen wurden 
Wiederfindungsraten für die zu untersuchenden Elemente mit Hilfe von zertifizierten 
Referenzmaterialen (Boden BRM#03 und Tomato Paste, ERM – BC084a) ermittelt (vgl. 
Anhang F, Tab. 1 und 2). Wiederfindungsraten, deren Werte über 100% liegen, sind auf 
Messungenauigkeit und Blindwerte zurückzuführen.  
 
Tabelle 5: Nachweisgrenzen der betrachteten Elemente in 0,01 M HNO3 








3.4.3 Bestimmung der Totalgehalte der Elemente im Feststoff  
 
Die Bestimmung der Gesamtgehalte der Elemente im Feststoff (Substrat) erfolgte mit der 
Röntgenfluoreszenzanalyse (RFA) nach entsprechender Probenpräparation [Morgenstern et 
al. 2005; Wennrich et al. 2004]. Die Kalibrierung erfolgte mit einem Pool von Boden- und 
Sedimentreferenzmaterialien. Für die Bestimmung wurde die energiedispersive 
Röntgenspektrometrie (X-Lab 2000, Spectro A.I.) eingesetzt. Die Nachweisgrenzen der 
Bestimmungsmethode werden aus folgender Tabelle ersichtlich. 
 
Tabelle 6: Nachweisgrenzen RFA 












4 Ergebnisse und Diskussion 
4. 1 Analytik der Nährlösungen der Tomaten- und Paprikapflanzen 
4.1.1  Organische Verbindungen  
 
Wie in der Aufgabenstellung formuliert, sollte der Transfer der organischen Schadstoffe aus 
dem dotierten Nährlösungs-Substrat-Gemisch in die Pflanzen untersucht werden. Um diesen 
Vorgang im Detail zu untersuchen, wurden zum einen die Pflanzen nach der Exposition 
analysiert und zum anderen die entsprechend dotierten Nährlösungen sowie das Substrat 
nach erfolgter Exposition. Die Bestimmung erfolgte nach verschiedenen Expositionszeiten, 
um eine semi-quantitative Aussage über die Kinetik der Aufnahme durch die Pflanzen zu 
erhalten. Dabei ergab sich für die organischen Schadstoffe ein differenziertes Bild. Das 
gesamte Datenmaterial dieser Versuchsreihe ist in Anhang G aufgelistet worden.  
Nach einer Versuchsdauer von 2 Monaten war bei einigen Versuchsansätzen noch m-Kresol 
in den Nährlösungen nachweisbar. Dabei handelte es sich um die Versuchsansätze mit den 
höchsten Dotierungen (1,5 bzw. 3,3 mg/l). Zu späteren Erntezeitpunkten (nach 3 und 4 
Monaten) konnte kein m-Kresol mehr detektiert werden.  
Anthracen war nur in einigen Versuchsansätzen nachweisbar. Dabei handelte es sich um die 
Nährlösungen der Pflanzen mit kürzerer Versuchsdauer (2 Monate mit 0,07 mg/l) oder um 
die Versuchsansätze mit höheren Ausgangskonzentrationen (0,5 bzw. 0,8 mg/l).  
Die ausgewählten Pflanzenschutzmittel Simazin und Lindan konnten über den gesamten 
Versuchszeitraum in den Nährlösungen nachgewiesen werden, wodurch auch ein Vergleich 
zwischen den Versuchsansätzen mit und ohne Bodenverbesserungsmaterial möglich wurde. 
Simazin und Lindan waren nach der Ernte der Pflanzen noch in allen Nährlösungen 
nachweisbar. Dabei waren in den Versuchsansätzen mit höheren Dotierungen auch höhere 
Konzentrationen in den Nährlösungen zu finden (Abb. 12). Der Einfluss des 
Bodenverbesserungsmaterials auf die Verfügbarkeit der organischen Schadstoffe für die 
Pflanzen wurde deutlich sichtbar, wenn man die Versuchsansätze ohne Pflanzenbewuchs 
(jeweils mit und ohne Bodenverbesserungsmaterial) vergleicht. In den Abb. 13 und 14 wird 
der Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials auf die Nährlösungskonzentration von 
Simazin und Lindan gezeigt. In den Versuchsansätzen mit Zugabe des Bodenverbesserers 
sind die Konzentrationen in den Nährlösungen deutlich niedriger als in denen ohne 
Bodenverbesserungsmaterial, was auf eine Sorption der Schadstoffe am BVM schließen 
lässt.  
 







































Abb. 12: Einfluss der Dotierung auf die Simazin- und Lindankonzentration in den 
Nährlösungen nach der Ernte der Pflanzen 
 
 
Abb. 13: Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials auf die Simazinkonzentration der 
Nährlösungen der Versuchsansätze ohne Bewuchs (K1-K4: ohne BVM, K5-K8: mit BVM), 
Versuchsdauer: 4 Monate, K8 mit ungenügender Vermischung des BVM 
 
 
Abb. 14: Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials auf die Lindankonzentration der 
Nährlösungen der Versuchsansätze ohne Bewuchs (K1-K4: ohne BVM K5-K8: mit BVM), 







Galaxolid konnte in allen Proben analysiert werden. Da es zu den sehr weit verbreiteten 
Umweltschadstoffen gezählt werden muss, war Galaxolid auch in den Nährlösungen der 
Kontrollpflanzen (ohne Dotierung) nachweisbar, wobei die nachgewiesenen Konzentrationen 
von 0,2 bis 0,4 µg/l deutlich geringer waren als in den Versuchsansätzen mit Dotierungen 
(gefundene Konzentrationen zwischen 0,9 und 14,5 µg/l). Eine Übertragung bzw. ein Eintrag 
von Galaxolid über den Luftweg ist aufgrund der Flüchtigkeit dieser Verbindung denkbar. Es 
war nicht möglich, die Abhängigkeit von der Dotierung und den möglichen Einfluss des BV-
Materials zu bewerten, da in den entsprechenden Versuchsansätzen mit nur einer 




Parallel zu den Untersuchungen mit organischen Verbindungen wurden auch die relevanten 
Elemente in den Nährlösungen nach der Ernte der Pflanzen analysiert, um den 
Elementtransfer im System Nährlösung – Substrat – Pflanze bewerten zu können. Weiterhin 
sollte der Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials auf die Verfügbarkeit der Elemente für 
die Pflanzen untersucht werden, d. h. es soll die Frage geklärt werden, ob durch BVM 
gelöste Metalle und Metalloide sorbiert werden können. 
Im Anhang H, Tab. 1 und 4 sind die Ausgangskonzentrationen der Schadstoffe in den 
Nährlösungen zu Beginn der Versuche aufgelistet. Die Elementkonzentrationen in den 
Nährlösungen nach der Ernte der Pflanzen werden aus den Tab. 2, 3 und 5 ersichtlich.  
In allen Nährlösungen konnten nach der Ernte mit Ausnahme von Blei (< Nachweisgrenze) 
Konzentrationen für die addierten Elemente Cr, Ni, Cd, As und Zn bestimmt werden. Das 
heißt, dass bei der Bioakumulation durch die Pflanzen nur ein Teil der Ionen erfaßt wird. In 
den Versuchsansätzen, bei denen mit geringeren Ausgangskonzentrationen (Versuchsplan 
A und B) gearbeitet wurde, sind die Arsen- und Zink-Konzentrationen nach der Ernte höher 
als in den dotierten Ausgangslösungen. Ursache können Kontaminationen der eingesetzten 
Chemikalien und Gefäße sein. Dieser Auswaschungseffekt scheint bei Zink zeitabhängig zu 
sein und nimmt mit zunehmender Versuchsdauer zu (vgl. Abb. 15). Anhand der 
Versuchsreihe C (Abb. 16) wird die Konzentrationsabnahme von As, Cd, Cr und Ni in den 
Nährlösungen nach der Ernte mit zunehmender Versuchsdauer deutlich (vgl. Abb. 16). Nach 
2 monatiger Versuchsdauer waren noch 50% der Arsen-Ausgangskonzentration in der 
Nährlösung nachweisbar, nach 4 Monaten nur noch 10%. Bei Cd konnten nach 2 Monaten 
noch 3% der Ausgangskonzentration nachgewiesen werden und nach 4 Monaten 1%. Ein 
ähnliches Verhalten zeigte Cr. Hier waren nach 2 Monaten 6%, nach 4 Monaten 0,4% der 
Ausgangskonzentration zu finden. Bei Nickel waren nach 2 Monaten 34%, nach 4 Monaten 








Abb. 15: Zinkkonzentrationen in den Nährlösungen nach der Ernte der Tomatenpflanzen 
(Versuchsreihe C, ohne BVM) nach einer Versuchsdauer von 2 Monaten (T35 – T37) und 






































Abb. 16: Elementkonzentrationen in den Nährlösungen der Tomatenpflanzen der 
Versuchsreihe C (ohne BVM) nach einer Versuchsdauer von 2 Monaten (T29 - T31) und 
nach 4 Monaten (T32 - T34)  
 
Um den Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials zu beurteilen, wurden die 
Versuchsansätze ohne Bewuchs betrachtet (K1 – K8, Anhang H, Tab. 2). Aus den Abb. 17 
und 18 wird ersichtlich, dass die Nährlösungen der Versuche ohne Zusatz des 
Bodenverbesserungsmaterials höhere Konzentrationen der entsprechenden Elemente 
aufwiesen als in den Versuchsansätzen mit BV-Material. Dies ist ein Hinweis auf die 
Sorptionsfähigkeit des Bodenverbesserungsmaterials für die anorganischen Spezies. Um 
dies zu bestätigen, werden im weiteren Verlauf die Konzentrationen im Substrat- und 
Pflanzenmaterial betrachtet. Außerdem wird im Kap. 4.3.8 auf die Untersuchung des 
Rückhaltevermögens durch den Zusatz des Bodenverbesserungsmaterials anhand von 
Säulenversuchen näher eingegangen.   
 









































Abb. 17: Elementkonzentrationen in den Nährlösungen der dotierten Versuchsansätze ohne 































Abb. 18: Zinkkonzentrationen in den Nährlösungen der dotierten Versuchsansätze ohne 
Bewuchs mit und ohne BVM-Zusatz 
 
 
4.2  Analytik der Substrate der Tomaten- und Paprikapflanzen 
4.2.1 Organische Verbindungen 
 
Um den Verbleib bzw. den Transport der dotierten Schadstoffe zu untersuchen, wurden 
neben den Nährlösungen und Pflanzen auch die Substrate analysiert. Die 
Ausgangskonzentration sowie die Konzentrationen nach Versuchsende der untersuchten 
organischen Verbindungen in den Substraten zu Beginn bzw. nach der Ernte der Pflanzen 
sind in Anhang I zusammengestellt.  





M-Kresol und Anthracen sind nach der Ernte noch in einigen Böden in unterschiedlichen 
Konzentrationen nachweisbar. Simazin, Lindan und Galaxolid werden in allen 
Versuchsansätzen nach Versuchende gefunden. Wie aus Abb. 19 deutlich wird, ist bei m-
Kresol und Anthracen keine Abhängigkeit zwischen der Konzentration nach Versuchsende 
von der  Ausgangskonzentration zu erkennen, was wahrscheinlich durch eine Überlagerung 
von mikrobiellem Abbau und Aufnahme durch die Pflanzen erklärt werden kann. Die 
Simazin- und Lindankonzentrationen im Boden hingegen korrelieren positiv mit den 
Dotierungen. Da bei Galaxolid im Versuchsaufbau nur mit einer Ausgangskonzentration 




Abb. 19: Einfluss der Dotierung auf die Substratkonzentration der organischen Verbindungen  
nach der Ernte der Tomatenpflanzen (ohne Zugabe von BVM) 
  
Eine Beurteilung des Zusammenhangs zwischen Substratkonzentration und Versuchsdauer 
ist nicht möglich, da nur einer der drei Versuchsansätze eine Vegetationsdauer von 4 
Monaten erreichte und somit keine aussagekräftige Bewertung zulässt.  
Zur Beurteilung des Rückhalte- bzw. Mobilisierungsverhaltens des 
Bodenverbesserungsmaterials wurden zusätzlich Versuchsansätze ohne Bewuchs 
mitgeführt, wobei den Versuchsansätzen K1 – K4 kein BVM zugesetzt wurde, die 
Versuchsansätze K5 – K8 hingegen enthielten BVM. In Abb. 20 ist der Einfluss des 
Bodenverbesserungsmaterials auf die Substratkonzentrationen der untersuchten 
organischen Verbindungen grafisch dargestellt. Es wird ersichtlich, dass eine Anreicherung 
der organischen Schadstoffe im Substrat stattfindet, denen Bodenverbesserungsmaterial 
zugesetzt wurde. Dies ist in guter Übereinstimmung mit den Ergebnissen der Analytik in den 
Nährlösungen (vgl. Kap. 4.1.1) und unterstützt die Annahme einer verstärkten Einlagerung 

























Abb. 20: Einfluss des BVM auf die Konzentrationen der organischen Substanzen in den 





Wie bei den organischen Verbindungen wurden für die Beurteilung des Schadstofftransfers 
auch die Spurenelemente im Substrat analysiert. Die Elementkonzentrationen nach 
Versuchsende in den Substraten sind in Anhang J, Tab. 4 - 6 dargestellt. Außerdem sind in 
den Tab. 1 und 2 die Dotierungskonzentrationen sowie in Tab. 3 die Ausgangsgehalte des 
Substrates angegeben. In allen Substratproben sind nach der Ernte der Pflanzen noch die 
dotierten Elemente nachweisbar. Da auch in den Substraten der Kontrollpflanzen (ohne 
Dotierung) die Elemente in geringer Konzentration detektiert wurden, kann davon 
ausgegangen werden, dass diese aus den Ausgangskonzentrationen des Substrates 
stammen.   
Aus Abb. 21 wird ersichtlich, dass bei den Versuchsansätzen mit höheren Dotierungen (T32 
– T34) auch höhere As-, Cd-, Cr- und Ni-Konzentrationen in den Substraten nach der Ernte 







Abb. 21: Elementkonzentrationen in den Substraten der Tomatenpflanzen nach 
viermonatiger Versuchsdauer (ohne Zusatz von BVM) 
 
Aus analytischen Gründen wurde das Bodenverbesserungsmaterial vor der Substratanalyse 
abgesiebt. Somit kann an dieser Stelle kein Vergleich der Ergebnisse mit und ohne BVM-
Behandlung erfolgen. Da aber aus den Kapiteln 4.1.2 und 4.3.8 hervorgeht, dass die 
Elementkonzentrationen in den Nährlösungs- und Pflanzenproben der Versuchsansätze mit 
BVM-Zusatz niedrigere Werte aufweisen als in den Versuchen ohne BVM-Zusatz, kann dies 
als Hinweis gewertet werden, dass im Bodenverbesserungsmaterial die untersuchten 
Elemente sorbiert werden.  
 
 
4.3 Pflanzenuntersuchungen  
 
Um den Einfluss der Schadstoffexposition auf die Pflanzen zu bewerten, wurden neben der 
Konzentrationsbestimmung im Pflanzengewebe (Kap. 4.3.2) auch das physiologische 
Erscheinungsbild sowie die Biomasseerträge (Kap. 4.3.1) in die Bewertung einbezogen.  
Sowohl die mit organischen Schadstoffen als auch die mit anorganischen Verbindungen 
dotierten Pflanzen zeigen im Vergleich zu den Kontrollpflanzen deutliche Beeinträchtigungen 
im Wachstum. Zum Teil führte die Schadstoffexposition zum Absterben der Pflanzen (vgl. 
Abb. 22 und 23). Wie in Abb. 24 zu sehen, sind auch deutliche physiologische Anzeichen für 
toxische Wirkung der Analyten an den Blättern zu erkennen. Vor allem die Blätter der mit 
organischen Schadstoffen belasteten Pflanzen zeigen Verfärbungen und Nekrosen an 







     
Abb. 22: Visueller Vergleich der Vitalität von Tomatenpflanzen nach einer 
Vegetationsperiode von 2 Monaten (VR 2007) 
Linkes Foto: Einfluss organischer Schadstoffe; rechtes Foto: Einfluss anorganischer 





Abb. 23: Visueller Vergleich der Vitalität von Paprikapflanzen nach einer Versuchsdauer von 
2 Monaten (VR 2006) 
Oberes Bild: Pflanzen mit Schadstoffdotierung (Gemisch aus organischen und 
anorgansichen Schadstoffen) 
Unteres Bild: Kontrollpflanzen (ohne Schadstoffdotierung) 






Abb. 24: Vitalität der Blätter von Tomatenpflanzen nach 2-monatiger Schadstoffexposition 
(links: organische Schadstoffe; Mitte: anorganische Schadstoffe; rechts: Kontrollpflanzen) 
 
Das Beispiel der Blattveränderung unter Simazin-Exposition (Abb. 24) zeigt, dass signifikant 
schädigende Wirkung beobachtet wird, wenn das Pflanzenschutzmittel Simazin (Dotierung: 
1 mg/kg) über die Wurzel exponiert wird (Bei Pflanzenschutzbehandlung erfolgt die 
Applikation von Simazin auf oberirdischen, grünen Teilen der Pflanzen). 
 
 
4.3.1 Biomasseerträge der Tomaten- und Paprikapflanzen 
 
Für eine semiquantitative Bewertung des Schadstoffeinflusses auf das Pflanzenwachstum 
eignet sich eine Bestimmung der Biomasseerträge der Pflanzen, die unter verschiedenen 
Bedingungen gewachsen sind. Es wurde dafür die Trockenmasse der luftgetrockneten 
Pflanzen als Maß verwendet. Die Trockenmasseerträge der Versuchspflanzen sind in 
Anhang M, Tab. 1 und 2 aufgelistet. Grafisch dargestellt sind die Ergebnisse der VR 2007 
nach zweimonatiger Versuchsdauer in Abb. 25. Bei diesen Versuchen wurden die Substrate 
der Versuchspflanzen mit organischen Schadstoffen sowie mit Metallen und Arsen dotiert, 
aber in jedem Fall ohne BVM kultiviert.  
Es wird ersichtlich, dass die mit organischen Schadstoffen behandelten Pflanzen die 
geringsten Biomasseerträge aufweisen. Die Konzentrationen der verwendeten Substanzen 
sind in Anhang B, Tab. 9 (Versuchsplan E, VP E) aufgelistet. Höhere Erträge an Biomasse 
im Vergleich zu den Versuchen mit Organika zeigten die Pflanzen, die mit anorganisch 
dotierten Nährlösungen versetzt waren. Dabei war eine deutliche 
Konzentrationsabhängigkeit festzustellen. Die Tomatenpflanzen des Versuchsansatzes C 
wurden einer doppelt so hohen Konzentration ausgesetzt wie die Tomatenpflanzen des 
Versuchsansatzes D (vgl. Tab. 7). Im Vergleich zu den unbehandelten Kontrollpflanzen sinkt 
die Trockenmasse bei den mit Organika behandelten Pflanzen auf 3%. Die Biomasse der 
Pflanzen des Versuchsplanes C (VP C; anorganisch dotiert) (Konzentrationen: vgl. Anhang 
B, Tab. 5) sank auf 13% und die des Versuchsplanes D (anorganisch dotiert; 





Konzentrationen: vgl. Anhang B, Tab. 7) auf 27% im Vergleich zu den unbehandelten 
Kontrollpflanzen. Diese Ergebnisse werden durch die Angaben von Sterrett et al. (1983) 
gestützt. Auch sie konnten in ihren Untersuchungen einen Rückgang des 
Trockenmasseertrages der Versuchspflanzen (Tomaten, Lycopersicon esculentum Mill., und 
Kohl, Brassica oleracea L. Capitata group) bei Metallexposition beobachten. Strandberg und 
Scott-Fordsmand (2002) berichten von einem Rückgang der Pflanzenerträge (Luzerne, 
Mais) nach Simazin-Applikation. Bei den Paprikapflanzen ist, aufgrund der 
Versuchsplanung, eine Unterteilung in organisch-belastete und anorganisch-belastete 
Pflanzen nicht möglich, da hier, wie auch bei den Tomatenpflanzen der VR 2006, die 
Schadstoffe als Gemisch zugegeben wurden.  
 
Tabelle 7: Dotierungskonzentrationen der Versuchsansätze C und D 
Verbindung Dotierung des Versuchs-
planes C [mg/kg] 
Dotierung des Versuchs-
planes D [mg/kg] 
As als AsHNa2O4 * 7 H2O 3,33 1,67 
Cd als CdCl2 0,67 0,33 
Pb als Pb(NO3)2 3,33 1,67 
Cr als K2CrO4 3,33 1,67 
Zn als ZnCl2 6,67 3,33 




Abb. 25: Trockenmasseerträge von Tomatenpflanzen (Wurzel + oberirdischer Pflanzenteil) 
nach zweimonatiger Versuchsdauer auf unterschiedlich belasteten Substraten ohne Zugabe 
von BVM (Konzentrationen: vgl. Anhang B, Tab. 5, 7 und 9) 





In weiteren Untersuchungen wurde der Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials auf das 
Pflanzenwachstum überprüft. Dabei wurde der direkte Einfluss von BVM, d.h. ohne 
Schadstoffzugabe, sowie die kombinatorische Wirkung von BVM und Schadstoffen getestet. 
Aus den Abb. 26 und 27 wird ersichtlich, dass, bei Zugabe des 
Bodenverbesserungsmaterials (ohne Schadstoffe), die Trockenmasseerträge der 
Versuchspflanzen drastisch sinken. Die Trockenmasse in Gegenwart von BVM verringert 
sich bei Tomatenpflanzen auf 3%, bei Paprikapflanzen auf im Vergleich zu den 
Kontrollpflanzen ohne BVM-Zusatz. Das ist im Sinn des Gesamtvorhabens, d.h. ein erhöhtes 
Wachstum durch das Bodenverbesserungsmaterial zu erzeugen, als sehr bedenklich zu 
bewerten. Möglicherweise werden von dem getesteten potentiellen BVM auch notwendige 
Nährstoffe sorbiert, die den Pflanzen zur Versorgung fehlen und/oder aus dem BVM werden 
Substanzen freigesetzt, die sich negativ auf das Pflanzenwachstum auswirken. Nachweislich 
wurden verschiedene aromatische Verbindungen sowie zahlreiche Stickstoffheterozyclen in 


























Abb. 26: Vergleich der Trockenmasseerträge der Kontrollpflanzen (Tomatenpflanzen, keine 


























Abb. 27: Vergleich der Trockenmasseerträge der Kontrollpflanzen (Paprikapflanzen, keine 
Schadstoffdotierung) mit und ohne BVM-Zusatz (1%, w/w) 





Diese Tendenz ist auch bei den Versuchspflanzen mit Schadstoffzugabe zu erkennen. In 
Abb. 28 werden Tomatenpflanzen der Versuchsreihe A (Schadstoffgemisch aus 
anorganischen und organischen Schadstoffen, Konzentrationsangaben der Dotierung: 
Anhang B, Tab. 1 und 2) mit und ohne BVM-Zugabe verglichen. Die Trockenmasse der 
schadstoffdotierten Tomatenpflanzen mit BVM-Zusatz (T7 und T9) ist im Vergleich zu denen 

























Abb. 28: Vergleich der Trockenmasseerträge der Tomatenpflanzen ohne und mit BVM-
Zusatz (1%, w/w), Versuchsplan A mit Schadstoffzugabe (Konzentrationsangaben: Anhang 
B, Tab. 1 und 2) 
 
 
4.3.2 Aufnahme und Verteilung der Schadstoffe in den Tomatenpflanzen 
 
Hauptziel der Arbeit war, festzustellen, ob und in welchem Umfang die ausgewählten 
anorganischen und organischen Verbindungen durch Tomatenpflanzen unter verschiedenen 
Wachstumsbedingungen aufgenommen und innerhalb der Pflanze verteilt und 
möglicherweise akkumuliert werden. Dafür wurden die Pflanzen, wie in Kap. 3.3.3 
beschrieben, aufgearbeitet und anschließend, wie in Kap. 3.4.1 und 3.4.2 erläutert, 
analysiert. Die Ergebnisse der Analysen mit Tomatenpflanzen werden nachfolgend gezeigt 
und diskutiert. 
Auf einen möglichen Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials auf die 
Schadstoffaufnahme durch Pflanzen wird in diesem Kapitel nicht eingegangen. Dieser wird 
in Kapitel 4.3.8 näher erläutert.  
 





4.3.2.1 Organische Verbindungen in Tomatenpflanzen     
 
Um die Aufnahme und Verteilung der organischen Schadstoffe in Tomatenpflanzen 
nachzuvollziehen, wurden die Nährlösungen der Pflanzen entsprechend den 
Versuchsplänen A, B und E (vgl. Anhang B) mit unterschiedlichen Konzentrationen und 
Mischungen der Schadstoffe dotiert.  
Die Ergebnisse der Analysen des Pflanzenmaterials nach Versuchsende sind in Anhang K 
aufgelistet. Aufgrund der zum Teil geringen Biomasseerträge einiger Versuchspflanzen 
konnten nicht alle Pflanzen einer Extraktion und anschließender Analyse unterzogen 
werden. Die Pflanzen(-teile) bei denen keine Analyse möglich war, sind in Anhang K 
gekennzeichnet. 
Meta-Kresol war in keiner der analysierten Versuchspflanzen nachweisbar, wobei nicht 
geklärt werden konnte, ob dieser Effekt durch eine geringe Aufnahme durch die 
Versuchspflanzen oder durch eine schnelle Metabolisierung der Substanz verursacht wurde. 
Simazin konnte in 5 von 14 untersuchten Pflanzen nachgewiesen werden. Dabei haben nur 
die Pflanzen der VR 2006 das Herbizid aufgenommen. Es ist sowohl im Bereich der Wurzeln 
als auch im oberirdischen Pflanzenteil zu finden, was auf eine Verlagerung der Substanz 
innerhalb der Pflanze schließen lässt. Von einem Transport von Simazin in oberirdische 
Pflanzenteile berichten unter anderem auch Lord et al. (2004).  
Auch Lindan wurde von den Pflanzen aufgenommen und konnte in Wurzeln sowie in Spross 
und Blättern nachgewiesen werden. Auffällig ist, dass die Pflanzen der VR 2006, trotz 
niedrigerer Schadstoffdotierungen, höhere Konzentrationen aufwiesen als die der VR 2007. 
Im Gegensatz zu Scheffer und Schachtschabel (2002), die von höheren Konzentrationen im 
Spross berichten (vgl. Kap. 4.3.2.1), fanden wir in den Pflanzen der VR 2006 in der Wurzel 
höhere Konzentrationen als im oberirdischen Pflanzenteil. Die Ergebnisse der VR 2007 
werden durch Literaturangaben gestützt. Hier waren im Spross höhere 
Lindankonzentrationen enthalten als in der Wurzel. Die unterschiedliche Verteilung von 
Lindan innerhalb der Pflanzen zwischen den Versuchsreihen ist in den Abb. 29 u. 30 
dargestellt. In der VR 2007 erreichten die Lindankonzentrationen in den Wurzeln der 
Tomatenpflanzen zwischen 18% und 26% der Gesamtgehalte der Pflanzen. In der VR 2006 
wurde Lindan hauptsächlich im Wurzelbereich (67% - 72% des Gesamtgehaltes der 
Pflanzen) nachgewiesen. Aus Abb. 29 wird außerdem ersichtlich, dass es auch zu 
erheblichen individuellen Unterschieden bezüglich der Schadstoffaufnahme zwischen 
einzelnen Pflanzen (T3 und T5) kommen kann, obwohl sie identischen 
Kultivierungsbedingungen sowie der gleichen Dotierung ausgesetzt waren. 
Anthracen wurde in den Wurzeln von 4 der 14 analysierten Pflanzen nachgewiesen. Auch 
hier handelte es sich um die Pflanzen der VR 2006. Obwohl in der Literatur davon 
ausgegangen wird, dass die PAK mit 2 bis 3 aromatischen Ringen, wie Anthracen, in den 
oberirdischen Teil von Pflanzen transportiert werden können [Scheffer und Schachtschabel, 
2002; LfU, 1998a; Fismes, 2002; Tao et al. 2006; Wieczorek und Wieczorek, 2007], konnte 
dies durch die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit nicht bestätigt werden. In Spross und 





Blättern konnte kein Anthracen nachgewiesen werden. Da nach Hembrock-Heger et al. 
(1992) die PAK-Konzentrationen jedoch pflanzenspezifisch stark variieren, können diese 
Unterschiede durch die verschiedenen Pflanzenarten begründet sein. Mögliche Ursache für 
die höhere Schadstoffaufnahme bei den Pflanzen der VR 2006 können abweichende 
Wachstumsbedingungen sein. Während der Versuchsdauer 2006 kam es zu länger 
anhaltenden Hitzeperioden, die zu einem erhöhten Transpirationsstrom und somit zu einer 
vermehrten Schadstoffaufnahme durch die Pflanzen führen können. 
Galaxolid, welches nur bei der VR 2007 Verwendung fand, wurde in allen Pflanzenteilen 
nachgewiesen, wobei die Konzentrationen im oberirdischen Pflanzenteil leicht über denen 
der Wurzel lagen. Hohe Konzentrationen (>20 mg/kg) wie sie in den Untersuchungen von 
Litz et al. (2007) in Karottenpflanzen gefunden wurden, konnten jedoch in den hier 
























Abb. 29: Verteilung von Lindan innerhalb der Pflanzen der VR 2006 (Versuchsdauer: 4 



















Abb. 30: Verteilung von Lindan innerhalb der Pflanzen der VR 2007 (Versuchsdauer: T19-
T23: 2 Monate; T24: 4 Monate) (Dotierung im Substrat: 1 mg/kg) 





Die Ergebnisse der beiden Versuchsreihen zeigen deutlich, dass die Aufnahme der 
Substanzen auch wesentlich von den Kultivierungsbedingungen abhängt. In der VR 2006 
waren die Pflanzen, trotz Kultivierung im Gewächshaus, über einen längeren Zeitraum (2,5 
Wochen) hohen Temperaturen ausgesetzt. Die Wachstumsperiode der VR 2007 verlief 
bezüglich der Temperatur ausgeglichener, was sich in einer Schadstoffverlagerung bis in 
den Spross und die Blätter der Pflanzen widerspiegelte.  
 
Um die Ergebnisse der Versuchsansätze, bei denen mit unterschiedlicher Dotierung 
gearbeitet wurde, vergleichen zu können, wurden die Biokonzentrationsfaktoren (BCF) (vgl. 
Kap.2.3) in die Bewertung einbezogen. 
Die berechneten Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) und die Transport-
konzentrationsfaktoren (TCF) aus den Analysenergebnissen der vorliegenden Arbeit sind in 
Anhang N, Tab. 2 sowie in Anhang O, Tab. 2 aufgelistet. Es wird ersichtlich, dass die 
Pflanzenwurzeln der VR 2006 (T2 – T14) die untersuchten Substanzen in einem höheren 
Maß aufgenommen haben als in der VR 2007 (T19 – T24). Dabei wurden RCF > 1 für 
Lindan und Anthracen der Pflanzen bei den Versuchen VR 2006  ermittelt, was auf eine 
Akkumulation der Substanzen in der Pflanzenwurzel schließen lässt. Simazin und Galaxolid 
hingegen reicherten sich nicht in der Wurzel an (RCF < 1), m-Kresol wird nicht in die Wurzel 
aufgenommen. Wie bereits erwähnt, kann ein Transport von Lindan in oberirdische 
Pflanzenteile beobachtet werden. Dabei zeigten die Pflanzen der VR 2006 eine geringere 
Verlagerung der Substanz (TCF < 1) als die Pflanzen der VR 2007. Bei den 
Tomatenpflanzen der VR 2007 wurden TCF >1 erreicht, was auf eine Anreicherung von 
Lindan im oberirdischen Pflanzenteil hinweist. Auch Galaxolid wurde in den oberirdischen 
Teil der Pflanzen transportiert, wobei aber keine Akkumulation statt fand (TCF < 1). Simazin 
wurde nur in 3 der untersuchten Pflanzen im oberirdischen Pflanzenteil detektiert. Aufgrund 
der unzureichenden Datenlage, konnte dabei nur für 1 Pflanze der TCF berechnet werden. 
Dieser lag unter 1. M-Kresol und Anthracen wurden nicht in den Spross verlagert.  
Obwohl konstante Versuchsbedingungen angestrebt wurden, um die Ergebnisse zwischen 
den Versuchsreihen 2006 und 2007 vergleichen zu können, ist es möglich, dass einige 
Parameter wie z. B. Wachstumsbedingungen abwichen und somit die Ergebnisse beeinflußt 
wurden. Hinzu kommen individuelle Unterschiede zwischen den Pflanzen, die nicht 
ausgeschlossen werden können. Wie bereits erwähnt, kam es während des 
Versuchszeitraumes 2006 zu längeren Hitzeperioden, die zu vermehrter Transpiration und 
somit zu höheren Transportraten der organischen Schadstoffe in die Wurzeln führen können. 
Die scheinbar geringere Verlagerung der Substanzen in den oberirdischen Pflanzenteil, kann 
auch durch eine höhere Biomasse der Pflanzen der VR 2006 im Vergleich zu denen der VR 
2007 (Abb. 31) erklärt werden. Dieser Verdünnungseffekt wurde bereits für Arsen 
beschrieben [Tlustos et al. 2006] und spiegelt sich in den niedrigeren 
Transportkonzentrationsfaktoren der Pflanzen der VR 2006 wider. Die Abb. 32 zeigt die 
vitaleren Pflanzen der VR 2006. In den Abb. 22 und 23 wurden bereits die Pflanzen der VR 
2007, die ein vermindertes Wachstum und ein frühes Absterben, vermutlich verursacht durch 





die höheren Schadstoffkonzentrationen, dargestellt. Durch die geringen 
Trockenmasseerträge der VR 2007 kommt es bei diesen Pflanzen nicht zu dem erwähnten 
Verdünnungseffekt.   
 
 
Abb. 31: Trockenmasseerträge der Pflanzen der VR 2007  
Trockenmasseerträge der Pflanzen der VR 2007 (T19- T23; Dotierung mit organischen 
Verbindungen, vgl. Anhang B, Tab.9) und der VR 2006 (T2, T3, T5, T14; Dotierung mit 
Schadstoffgemisch aus organischen und anorganischen Verbindungen, vgl. Anhang B, Tab. 
1 und 3) (ohne BVM-Zusatz)     
 
 
          
Abb. 32: Visueller Vergleich der Vitalität schadstoffdotierter Tomatenpflanzen der VR 2006 
(v.l.n.r. T2, T3, T5; Dotierung (Schadstoffgemisch aus organischen und anorganischen 
Verbindungen): vgl. Anhang B, Tab. 1 und 3) 





In der Tab. 8 werden die aus den Ergebnissen der vorliegenden Arbeit berechneten 
Wurzelkonzentrationsfaktoren mit Angaben aus der Literatur verglichen. Die berechneten 
RCF für Lindan und Anthracen liegen zum Teil im Bereich der RCF, die in der Literatur 
beschrieben sind. Teilweise werden jedoch in den eigenen Untersuchungen höhere RCF 
berechnet. Diese Unterschiede können durch die verschiedenen Pflanzenarten sowie die 
abweichenden Versuchsbedingungen begründet werden.   
 
Tabelle 8: Vergleich der berechneten Wurzelkonzentrationsfaktoren mit Literaturangaben 
Substanz  Berechnete RCF (eigene 
Ergebnisse) 
RCF (Literaturangaben) 
m-Kresol 0 k. A. 
Simazin 0 – 0,98 k. A. 
Lindan 0,32 – 49,5 
0,9 – 11,1 (Weidelgras)
1 
3,2 – 12,3 (Tomate)
2
 








Galaxolid 0,02 – 0,03 k. A. 
1 
LfU (1993)                                                  
3
 Kipopoulou (1999) 
2 
Gonzalez et al. (2003)                                 
4
 Harms (1996)  
 
4.3.2.2 Anorganika in Tomatenpflanzen 
 
Für die Bewertung der Aufnahme und Verteilung der Elemente durch die Tomatenpflanzen 
wurden die Substrate wie in Anhang B, Tab. 1, 3, 5 und 7  dargestellt, dotiert. Nachfolgend 
werden die Ergebnisse der Untersuchungen ohne Zusatz von Bodenverbesserungsmaterial 
betrachtet. Auf die Versuche, bei denen das BVM verwendet wurde, wird im Kapitel 4.3.8 
eingegangen.  
Die Elementkonzentrationen des untersuchten Pflanzenmaterials sind in Anhang L 
aufgelistet. Um die Ergebnisse der verschiedenen Versuchsansätze vergleichen zu können, 
wird auch hier zusätzlich mit Biokonzentrationsfaktoren gearbeitet (vgl. Kap. 2.3), die in 
Anhang N und O erfasst sind.  
Alle für diese Arbeit relevanten Elemente sind von den Tomatenpflanzen über die Wurzel 










Dass Pflanzen in der Lage sind Arsen aus dem Boden aufzunehmen, geht aus 
verschiedenen Studien hervor (vgl. Kap. 2.1.2). Arsen gilt als relativ mobil. In welchem 
Ausmaß die Aufnahme sowie die Verteilung innerhalb der Pflanze stattfinden, ist jedoch 
stark von der Pflanzenspezies abhängig. In den untersuchten Tomatenpflanzen sind im 
Wurzelbereich höhere Konzentrationen zu finden als im oberirdischen Pflanzenteil. Die 
Arsen-Konzentrationen in den Tomatenpflanzen, die auf belasteten Substraten (Dotierung: 
Anhang B; ohne BVM-Zusatz) kultiviert wurden, lagen in den Wurzeln zwischen 14,3 mg/kg 
und 290 mg/kg, der Median betrug 63,5 mg/kg (n=17). Im oberirdischen Pflanzenteil (Spross 
und Blätter bis zu einer Länge von 50 cm, ohne Früchte) wurden in der vorliegenden Arbeit 
Konzentrationen zwischen 1,6 mg/kg und 19 mg/kg mit einem Median von 4 mg/kg (n=17) 
gefunden. Diese Ergebnisse stimmen mit denen früherer Arbeiten, u. a. von Tlustos et al. 
(2006) und Carbonell-Barrachina et al. (1997), überein. Bei diesen Studien wurde ebenso 
festgestellt dass, der Hauptteil des Arsens in der Wurzel verbleibt. Auch Burlo et al. (1999) 
fanden in ihren Untersuchungen heraus, dass Tomatenpflanzen Arsen hauptsächlich in den 
Wurzeln akkumulieren (85%) und ein relativ geringer Anteil in Spross (14%) und Früchte 
(1%) transportiert wird. Bei den Tomatenpflanzen in den Studien von Carbonell-Barrachina 
et al. (1997) wurde über den Verbleib von 83,2% des Arsens in der Wurzel, 16,8% im Spross 
und 7,3% in den Blättern berichtet. Ein ähnliches Muster ließ sich auch in den eigenen 
Untersuchungen erkennen, bei denen 94% des Arsens in der Wurzel verblieben und 6% in 
den oberirdischen Pflanzenteil verlagert wurden. Die Ursache hierfür wird in einem 
Schutzmechanismus der Tomatenpflanzen gesehen, der eine Akkumulation von As in der 
Pflanzenwurzel zulässt, jedoch eine Verlagerung innerhalb der Pflanze verhindert [Tlustos et 
al. 2006].  
 
Cadmium 
Auch Cadmium gilt als ein mobiles, leicht verlagerbares und für Pflanzen gut verfügbares 
Schwermetall, welches in Pflanzen akkumuliert werden kann. Es wird davon ausgegangen, 
dass Cd in Pflanzen leicht beweglich ist, jedoch große Konzentrationsunterschiede in 
Abhängigkeit von der Pflanzenart auftreten können [Koch, 1995; Schinner und Sonnleitner, 
1997a; Scheffer und Schachtschabel, 2002; Clemens, 2006]. In den Untersuchungen der 
vorliegenden Arbeit, bei denen die Tomatenpflanzen auf belasteten Substraten (Dotierung: 
Anhang B; ohne BVM-Zusatz) kultiviert wurden, betrugen die Cadmiumkonzentrationen in 
den Wurzeln der Pflanzen zwischen 0,9 mg/kg und 37,5 mg/kg. Der Median betrug 10,3 
mg/kg (n=17). Im oberirdischen Teil (0 – 50 cm, Spross und Blätter) fanden wir 
Konzentrationen von 0,24 mg/kg bis 1,7 mg/kg, mit einem Median von 0,9 mg/kg (n=17). 
Somit kann eine Aufnahme mit anschließender Verlagerung des Elementes durch die 
eigenen Untersuchungen bestätigt werden, wobei in den Wurzeln höhere Konzentrationen 
(92%) gefunden wurden als in den oberirdischen Pflanzenteilen (8%).  
 
 






Obwohl Blei zu den weniger mobilen Elementen zählt, ist eine Pflanzenaufnahme über die 
Wurzel möglich und wird durch verschiedene Studien bestätigt (vgl. Kap. 2.1.2). In der 
vorliegenden Arbeit konnten Bleikonzentrationen von 2,2 mg/kg bis 22,5 mg/kg in den 
Wurzeln der getesteten Tomatenpflanzen (Dotierung: Anhang B; ohne BVM) nachgewiesen 
werden, wobei der Median bei 4,3 mg/kg lag (n=17). In einer von 17 Pflanzen konnte im 
oberirdischen Pflanzenteil kein Pb detektiert werden. Die übrigen Konzentrationen lagen 
zwischen 0,08 mg/kg und 3,2 mg/kg mit einem Median von 0,2 mg/kg (n=17). Zwar verblieb 
auch bei Pb der Hauptanteil (96%) des Elementes in der Wurzel, die vorliegenden 
Untersuchungen zeigten aber, dass eine Verlagerung von Blei innerhalb der 





), welches eine hohe Löslichkeit aufweist, konnte in den Testpflanzen als Cr 
(Dotierung des Substrates: Anhang B; ohne BVM) sowohl in der Wurzel als auch im oberen 
Pflanzenteil (0 – 50 cm, Spross und Blätter) nachgewiesen werden, wobei der Hauptteil 
(97%) in der Wurzel verblieb. Wir bestimmten sehr unterschiedliche Konzentrationen in der 
Wurzel zwischen 9,2 mg/kg und 1050 mg/kg mit einem Median von 101 mg/kg (n=17) sowie 
Konzentrationen in Spross und Blättern (0-50 cm) von 0,58 mg/kg bis 15 mg/kg (Median: 2,9 
mg/kg; n=17). Auch Moral et al. (1994a) stellten bei ihren untersuchten Tomatenpflanzen 
einen geringen Transport von Cr in die oberirdischen Pflanzenteile fest.   
 
Zink 
Wie bereits in Kapitel 2.1.2 erläutert, kann Zink, als essentielles Spurenelement, von 
Pflanzen aufgenommen und innerhalb der Pflanzen verlagert werden. In den untersuchten 
Pflanzen, die auf dotierten Substraten (Dotierung: Anhang B; ohne BVM) kultiviert wurden, 
variierten die  Zinkkonzentrationen in den Wurzeln von 17,3 mg/kg bis 155 mg/kg (Median: 
46 mg/kg; n=17). In den oberirdischen Pflanzenteilen konnten Konzentrationen von 5,4 
mg/kg bis 17 mg/kg mit einem Median von 10,5 mg/kg (n=17) bestimmt werden. In 
Übereinstimmung mit den Ergebnissen der Studien von Cobb et al. (2000) fanden wir höhere 
Konzentrationen in den Wurzeln (81%) als in Spross und Blättern (0-50 cm: 19%). Anhand 
der Ergebnisse der vorliegenden Arbeit wird außerdem deutlich, dass Zink innerhalb der 
Pflanze sehr mobil ist. Bei 6 Testpflanzen wurde auf Grund ihrer Größe der oberirdische 
Pflanzenteil in den Bereich 0-50 cm und >50 cm unterteilt und getrennt analysiert. Im 
Gegensatz zu den anderen untersuchten Elementen wurden im obersten Pflanzenbereich 
(>50 cm) höhere Zn-Konzentrationen (Median: 12 mg/kg) bestimmt als im Bereich 0-50 cm 











Auch Nickel zählt zu den mobilen Metallen, die durch die Pflanzenwurzeln aufgenommen 
und akkumuliert werden können [Koch, 1995]. In den Wurzeln der Testpflanzen, die auf 
dotiertem Substrat (Dotierung: Anhang B; ohne BVM) wuchsen, lagen die Ni-
Konzentrationen zwischen 11,2 mg/kg und 470 mg/kg (Median: 95 mg/kg; n=17), d.h. es 
verblieben 93% des durch die Pflanze aufgenommenen Nickels in der Wurzel. In den 
oberirdischen Pflanzenteilen (0-50 cm) bestimmten wir Konzentrationen zwischen 1,3 mg/kg 
und 15,5 mg/kg mit einem Median von 7 mg/kg (n=17).  
 
 
Generelle Abschätzung zur Aufnahme von As, Cd, Pb, Cr, Zn und Ni durch 
Tomatenpflanzen 
 
Um das Aufnahmevermögen der untersuchten Pflanzen unabhängig von den 
Ausgangskonzentrationen im Substrat besser beurteilen zu können, wurden wiederum die 
Biokonzentrationsfaktoren (BCF) in die Bewertung einbezogen. Diese sind in Anhang N 
(RCF) und O (TCF) aufgelistet. In Abb. 33 sind die Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) 
dargestellt. Es wird deutlich, dass Arsen mit einem RCF von 20 und Nickel mit einem RCF 
von 13,7 die höchsten Aufnahmeraten für den Aufnahmepfad Substrat – Wurzel aufwiesen. 
Auch Cd (RCF: 4,8) und Zn (RCF: 3,5) reicherten sich den Wurzeln der Tomatenpflanzen 
an. Cr (RCF: 1,7) und vor allem Pb (RCF: 0,4) zeigten eine geringere Neigung zum Transfer 
in die Pflanzenwurzel. Für die Wurzelkonzentrationsfaktoren ergab sich folgende 
Reihenfolge: As > Ni > Cd > Zn > Cr > Pb, wobei die RCF für As, Ni, Cd, Zn und Cr > 1 
waren und somit von einer Akkumulation in der Pflanzenwurzel gesprochen werden kann. 
Blei wurde nicht in der Pflanzenwurzel akkumuliert.  
 
 
Abb. 33: Vergleich der Wurzelkonzentrationsfaktoren der untersuchten Elemente in 
Tomatenpflanzen nach 4-monatiger Versuchsdauer (Median, n=9), ohne BVM –Zusatz 
 





Für eine Bewertung des Transportes der Elemente innerhalb der Tomatenpflanzen wurden 
wiederum die Transportkonzentrationsfaktoren (TCF) verwendet. Diese sind in Abb. 34 
grafisch dargestellt. Alle anorganischen Verbindungen wurden in unterschiedlichem Maß in 
den oberirdischen Pflanzenteil verlagert. Es wird deutlich, dass der Transport innerhalb der 
Pflanze für Zink am stärksten ausgeprägt war. Die Transportkonzentrationsfaktoren der 
übrigen Elemente sanken in folgender Reihenfolge Cd > Pb = Ni > Cr > As. Da die TCF für 
alle untersuchten Elemente Werte unter 1 aufwiesen, kann man davon ausgehen, dass nur 
ein geringer Transfer aus der Wurzel in Spross und Blätter erfolgte.  
 
 
Abb. 34: Darstellung der Transportkonzentrationsfaktoren der untersuchten Elemente in 
Tomatenpflanzen nach 4-monatiger Versuchsdauer (Median, n=9), ohne BVM – Zusatz 
 
In Tabelle 9 werden die Wurzelkonzentrationsfaktoren der untersuchten Tomatenpflanzen 
mit Angaben aus der Literatur verglichen. Diese Gegenüberstellung kann jedoch nur als 
Orientierung dienen, da die Literaturdaten von anderen Pflanzenarten stammen. Die z. T. 
höheren Werte der Untersuchungspflanzen in dieser vorliegenden Arbeit können außerdem 
durch abweichende Versuchsbedingungen begründet sein. Hierbei sind vor allem die 
Versuchsdauer sowie der Anbau der Testpflanzen in einer Sand-Hydrokultur mit geringer 
Sorptionskapazität relevant. Weiterhin ist zu beachten, dass sich die TF aus der Literatur auf 














Tabelle 9: Vergleich der berechneten RCF für Tomatenpflanzen (ohne Zusatz von BVM, 
Versuchsdauer: 4 Monate) mit Literaturangaben 
Element  
RCF der eigenen 
Untersuchungen 
BCF aus Literatur 
As 7 – 50 (Median: 20; n=9) 0,01 - > 0,1 
1
 




2-10 (Möhren, Salat, Spinat)
1
 
Pb 0,2 – 2,2 (Median: 0,4; n=9)  




Cr 0,4 – 10,5 (Median: 1,7; n=9) k. A.  
Zn 2,4 – 10 (Median: 3,5; n=9) 




Ni 3,8 – 39 (Median: 13,7; n=9) 




0,01 – 0,5 (Getreide, Porree, 






Aus den berechneten RCF der eigenen Untersuchungen sowie den Literaturdaten geht 
hervor, dass es eine gewisse Schwankungsbreite der Aufnahmeraten innerhalb einer 
Pflanzenspezies sowie pflanzenspezifische Unterschiede gibt. Da es Hinweise darauf gibt, 
dass die Aufnahme, der Transport und die Verlagerung einiger Elemente innerhalb der 
Pflanze von der Bodenkonzentration sowie von der Vegetationsdauer abhängig sein können 
[Schinner und Sonnleitner, 1997a; Cobb et al. 2000; Burlo et al. 1999; Tlustos et al. 2006; 
Moral et al. 1994], wird auf diese Aspekte in den folgenden Kapiteln näher eingegangen. 
 
 
4.3.3 Schadstofftransfer in Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von der Versuchsdauer 
 
Ein weiterer Schwerpunkt der Arbeit war die Bewertung der Schadstoffaufnahme durch die 
Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von der Wachstumsdauer. Für diese Fragestellung 
wurden die Pflanzen, wie in Kap. 3.3.3 beschrieben, aufgearbeitet und anschließend 
analysiert (vgl. Kap. 3.4.1 und 3.4.2). Nachfolgend werden die Ergebnisse der Versuche 









4.3.3.1 Organische Verbindungen 
 
Für die Fragestellung der zeitabhängigen Aufnahme der organischen Schadstoffe durch 
Tomatenpflanzen wurde der Versuchsplan E gewählt (vgl. Anhang B). Dabei wurden die 
Substrate der 6 Pflanzen (T19 – T24) mit einem Schadstoffgemisch, bestehend aus m-
Kresol (2,2 bzw. 1 µg/g), Simazin (1 µg/g), Lindan (1 µg/g), Anthracen (0,05 µg/g) und 
Galaxolid (0,7 µg/g), versetzt. Die Konzentrationsangaben der Dotierung werden aus 
Anhang B, Tab. 9 ersichtlich. Die Versuche wurden ohne die Zugabe von 
Bodenverbesserungsmaterial durchgeführt. Laut Versuchsplan sollte die erste Probenahme 
(3 Pflanzen, T19 – T21) nach 2-monatiger Vegetationsdauer und die zweite Beprobung (3 
Pflanzen, T22 – T24) nach 4 Monaten erfolgen. Da die Tomatenpflanzen jedoch aufgrund 
eines frühen Absterbens früher geerntet werden mussten, erreichte nur eine der 3 Pflanzen 
die geplante Versuchsdauer von 4 Monaten. Aus diesem Grund können die Ergebnisse nur 
als Hinweise gewertet werden. Die Ergebnisse der Pflanzenuntersuchungen sind in Anhang 
K, Tab. 1 - 5 aufgelistet.  
Wie bereits in den vorangegangenen Kapiteln erläutert, konnte eine Aufnahme von m-Kresol 
durch Tomatenpflanzen nicht nachgewiesen werden. Auch Simazin und Anthracen wurden 
in den hier betrachteten Pflanzen nicht gefunden.    
Lindan und Galaxolid hingegen konnten in den oberirdischen Teilen der Tomatenpflanzen 
des Versuchsplanes E nachgewiesen werden. Die Ergebnisse nach 2- und 4 – monatiger 
Versuchsdauer sind in Abb. 35 dargestellt. Es war ein Rückgang der Konzentrationen beider 
Substanzen mit zunehmender Versuchsdauer zu erkennen. Zwar waren die 
Konzentrationsunterschiede gering, jedoch werden die Ergebnisse durch verschiedene 
Literaturquellen gestützt. Unter anderem stellten Gonzales et al. (2003) eine Abnahme der 
HCH-Gehalte in Tomatenpflanzen im Laufe der Vegetationsperiode in Blättern, Spross und 
Wurzeln fest. Auch die Versuchspflanzen (Mais) von Heinrich (1997) zeigten eine deutliche 
Abhängigkeit der Lindanaufnahme vom Entwicklungsstand der Pflanzen. Dabei wurden am 
Versuchsbeginn nach 30 Tagen größere Mengen durch die Pflanzen aufgenommen als zu 
späteren Ernteterminen. Als Ursachen für die abnehmenden Gehalte im Versuchsverlauf 
werden wachstumsbedingte Verdünnungsprozesse, Metabolisierungsreaktionen und die 
Bildung gebundener Rückstände genannt. Einen Rückgang der Galaxolidkonzentrationen in 
Möhren mit zunehmender Versuchsdauer wiesen Litz et al. (2007) nach.  
Ein Konzentrationsrückgang in den Wurzeln der Tomatenpflanzen konnte nicht festgestellt 



























































Abb. 35: Lindan- und Galaxolidkonzentrationen im oberirdischen Pflanzenteil nach 2- bzw. 4-





Für die Bewertung der Abhängigkeit der Elementaufnahme von der Versuchsdauer wurden 
die Tomatenpflanzen der Versuchsansätze C und D betrachtet. Hierfür wurden die Substrate 
der Pflanzen mit einem Schadstoffgemisch aus As, Cd, Pb, Cr, Zn und Ni dotiert. Die 
Versuche erfolgten ohne die Zugabe von Bodenverbesserungsmaterial. Die 
Konzentrationsangaben sind in folgender Tabelle aufgelistet.  
 
Tabelle 10: Dotierungskonzentrationen der Versuchsansätze C und D 
Verbindung 
Dotierung des 
Versuchsansatzes C [mg/kg] 
Dotierung des Versuchsansatzes D 
[mg/kg] 
As als AsHNa2O4 * 7 H2O 3,33 1,67 
Cd als CdCl2 0,67 0,33 
Pb als Pb(NO3)2 3,33 1,67 
Cr als K2CrO4 3,33 1,67 
Zn als ZnCl2 6,67 3,33 
Ni als NiSO4 * 6 H2O 3,33 1,67 
 
Für die Untersuchung der zeitabhängigen Schadstoffaufnahme wurden je Versuchsplan 3 
Pflanzen nach 2 Monaten (T29 – T31 und T35 – T37) sowie 3 Pflanzen nach 4 Monaten 
(T32 – T34 und T38 – T40) geerntet, aufbereitet und analysiert. Die Ergebnisse der 






Aus den Abb. 36 und 37 wird deutlich, dass die Cr-, Zn- und Ni - Konzentrationen sowohl in 
den Wurzeln als auch in den oberirdischen Pflanzenteilen (Spross und Blätter) mit 
zunehmender Versuchsdauer abnahmen. Auch Cd war in den Wurzeln nach 2-monatiger 
Versuchsdauer in höheren Konzentrationen zu finden als nach 4 Monaten. Im oberirdischen 
Pflanzenteil jedoch nahmen die Cd-Konzentrationen im Laufe der Versuchsdauer zu. Bei Pb 
war keine Abhängigkeit der Aufnahme durch die Pflanzen von der Vegetationsdauer zu 
erkennen. Arsen fanden wir in den Wurzeln der Untersuchungspflanzen mit zunehmender 
Versuchsdauer in höheren Konzentrationen. In den oberirdischen Pflanzenteilen nahmen die 
Arsenkonzentrationen mit zunehmender Vegetationsdauer ab. Besonders ausgeprägt war 
die Zeitabhängigkeit der Elementaufnahme im Bereich der Wurzeln bei Chrom und Nickel 
sowie im Bereich der oberirdischen Pflanzenteile (Spross und Wurzel) bei Arsen, Chrom und 
Nickel. Nach 4-monatiger Versuchsdauer waren in den Pflanzenwurzeln noch 23% der Cr-
Konzentration und 42% der Ni-Konzentration im Vergleich zu den Elementkonzentrationen 
nach 2-monatiger Versuchsdauer nachweisbar. Im Bereich der oberirdischen Pflanzenteile 
waren nach 4 Monaten noch 32% des Arsens, 48% des Chroms und 57% des Nickels im 
Vergleich zu den Konzentrationen nach 2-monatiger Versuchsdauer zu finden. Eine 
Abnahme der Elementkonzentration im Pflanzenmaterial mit zunehmender Vegetations-
dauer stellten auch Tlustos et al. (2006) fest. Als Ursache hierfür wird vor allem der 
Verdünnungseffekt durch die Zunahme der Biomasse gesehen.  
In der Abb. 38 ist der zeitliche Verlauf der Aufnahme der Anorganika mit Hilfe der 
Wurzelkonzentrationsfaktoren dargestellt. Auch hier wird noch einmal deutlich, dass die 
Konzentrationen von Cd, Cr, Zn und Ni in den Pflanzengeweben mit zunehmender 
Versuchsdauer sanken, die As-Konzentration zunahm und bei Pb keine Zeitabhängigkeit 
bestand. Diese Ergebnisse wurden durch die Versuchsreihe D bestätigt (vgl. Abb. 39). 
Außerdem sind in Abb. 40 die Transportkonzentrationsfaktoren der VR C grafisch 
dargestellt, um die Konzentrationsabnahme von As, Cr und Ni mit zunehmender 
Vegetationsdauer zu verdeutlichen. 
 
 
Abb. 36: Metallkonzentrationen in den Wurzeln der Tomatenpflanzen des Versuchsplanes C 








Abb. 37: Metallkonzentrationen im oberirdischen Pflanzenteil der Tomatenpflanzen des 
Versuchsplanes C (VR 2007, T29-T34) nach 2 und 4 Monaten Versuchsdauer (Median, 
n=3), ohne BVM 
 
 
Abb. 38: Zeitlicher Verlauf der Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) der Tomatenpflanzen 
des Versuchsplanes C (VR 2007, T29-T34, ohne BVM) nach 2- und 4-monatiger 
Versuchsdauer (Median, n=3) 
 
 
Abb. 39: Zeitlicher Verlauf der Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) der Tomatenpflanzen 
des Versuchsplanes D (VR 2007, T35 – T40, ohne BVM) nach 2- und 4-monatiger 
Versuchsdauer (Median, n=3) 
4.3.4  Schadstoffaufnahme durch Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von der  


























Abb. 40: Zeitlicher Verlauf der Transportkonzentrationsfaktoren (TCF) der Tomatenpflanzen 
des Versuchsplanes C (VR 2007, T29-T34, ohne BVM) nach 2- und 4-monatiger 
Versuchsdauer (Median, n=3) 
 
4.3.4  Schadstoffaufnahme durch Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von der  
Schadstoffkonzentration im Substrat 
 
Ein weiteres Ziel der Arbeit war die Untersuchung der Abhängigkeit der Schadstoffaufnahme 
durch die Tomatenpflanzen von den Ausgangskonzentrationen im Substrat. Um die 
Ergebnisse einheitlich betrachten und mit Literaturangaben vergleichen zu können, wurden 
dazu die über die Nährlösung dotierten Schadstoffe auf das Substrat umgerechnet. Für 
diese Fragestellung wurden die Pflanzen nach 4-monatiger Vegetationsdauer, wie in Kap. 
3.3.3 beschrieben, aufgearbeitet und anschließend analysiert (vgl. Kap. 3.4.1 und 3.4.2). 
Nachfolgend werden die Ergebnisse der Versuche dargestellt und diskutiert.  
 
4.3.4.1 Organische Verbindungen 
 
Für die Fragestellung der konzentrationsabhängigen Aufnahme von organischen 
Schadstoffen durch Tomatenpflanzen wurden die Ergebnisse der Versuchspläne A, B und E 
betrachtet. Die Dotierungskonzentrationen des Substrates sind in Anhang B, Tab. 1, 3 
angegeben. Die Versuche wurden ohne die Zugabe von Bodenverbesserungsmaterial 
durchgeführt. In Anhang K, Tab. 1 – 5 sind die Ergebnisse aufgelistet. 
In der Abb. 41 sind die Simazin-, Lindan- und Anthracenkonzentrationen in den Wurzeln der 
Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von der Dotierung des Substrates dargestellt. Meta-Kresol 
war in den Wurzeln nicht nachweisbar. Aus der Abb. 42 wird die Abhängigkeit der Simazin- 
und Lindankonzentrationen der oberirdischen Pflanzenteile von den dotierten 
Schadstoffkonzentrationen im Substrat ersichtlich. In Spross und Blättern waren kein m-
Kresol und Anthracen detektierbar. Aufgrund der unzureichenden Datenlage konnte an Hand 





der eigenen Untersuchungsergebnisse keine eindeutige Aussage zu dieser Fragestellung 
getroffen werden. Aus den vorliegenden Ergebnissen wurde jedoch keine Abhängigkeit der 
Schadstoffkonzentrationen in den untersuchten Pflanzenteilen von der 
Dotierungskonzentration im Substrat ersichtlich.  
Marquardt und Schäfer (1994) fanden signifikante Korrelationen zwischen Lindan-Gehalten 
im Boden und den Konzentrationen in Pflanzen. Für die Polycyclischen Aromatischen 
Kohlenwasserstoffe findet man unterschiedliche Angaben. So berichten Scheffer und 
Schachtschabel (2002) sowie Schinner und Sonnleitner (1997b), keinen Zusammenhang 
zwischen Boden- und Pflanzenkonzentrationen gefunden zu haben. Andere Studien fanden 
jedoch direkte Korrelationen zwischen den Gehalten im Boden und denen in Pflanzen [Binet 
et al. 2000; Wild and Jones, 1994; Fismes et al. 2002).    
 
 
Abb. 41: Simazin-, Lindan- und Anthracenkonzentrationen in den Wurzeln der 
Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von der Substratkonzentration nach 4-monatiger 
Versuchsdauer (ohne BVM-Zusatz) 
 
 
Abb. 42: Simazin- und Lindankonzentrationen im oberirdischen Pflanzenteil der 
Tomatenpflanzen in Abhängingkeit von der Substratkonzentration nach 4-monatiger 








Für die Bewertung der Abhängigkeit der Elementaufnahme durch Tomatenpflanzen von der 
Dotierung im Substrat wurden die Ergebnisse der Versuchsansätze A, B, C und D 
betrachtet. Die Dotierungskonzentrationen des Substrates sind in Anhang B, Tab. 1, 3, 5 und 
7 angegeben. Den Versuchsansätzen wurde kein Bodenverbesserungsmaterial zugesetzt. In 
Anhang L, Tab. 1 sind die Ergebnisse aufgelistet und werden nachfolgend näher betrachtet.  
In Abb. 43 sind die Elementkonzentrationen in den Pflanzenwurzeln in Abhängigkeit von den 
Konzentrationen im Substrat dargestellt. Es wird ersichtlich, dass die Konzentrationen von 
Arsen, Cadmium, Chrom, Zink und Nickel in den Wurzeln mit zunehmender Konzentration 
im Substrat stiegen. Die Aufnahme von Blei in die Pflanzenwurzeln verlief unabhängig von 
der Konzentration im Substrat. Deutlicher geht dies aus den Grafiken hervor, in denen die 
Elemente einzeln dargestellt sind. Beispielhaft wird dies für Arsen in Abb. 44 gezeigt. Aus 
dieser Abb. geht die positive Korrelation zwischen der Substratkonzentration und der 
Arsenkonzentration in den Wurzeln hervor. Alle weiteren Elemente sind in Anhang P, Abb. 1 
– 5 grafisch dargestellt. 
 
 
Abb. 43: Elementkonzentrationen in den Wurzeln von Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von 








Abb. 44: Abhängigkeit der Arsenkonzentration in der Pflanzenwurzel von der As-
Konzentration im Substrat nach 4-monatiger Versuchsdauer (ohne BVM-Zusatz) 
 
In Abb. 45 sind die Konzentrationen aller untersuchten Elemente im oberirdischen 
Pflanzenteil (Spross und Blätter) in Abhängigkeit von den Konzentrationen im Substrat 
dargestellt. Dabei war eine Abhängigkeit der Elementkonzentration in den oberirdischen 
Pflanzenteilen von der Konzentration im Substrat für Cd und Ni zu erkennen, wie auch die 
Einzeldarstellungen der Ergebnisse in Abb. 46 und 47 zeigen. Für As, Pb, Cr und Zn  konnte 
kein Zusammenhang zwischen Konzentrationen in Pflanzen und Substrat festgestellt werden 
(vgl. Anhang Q, Abb. 1 – 4).  
 
 
Abb. 45: Elementkonzentrationen im oberirdischen Pflanzenteil in Abhängigkeit von der 
Substratkonzentration (Versuchsdauer: 4 Monate; ohne BVM-Zusatz) 
 






Abb. 46: Cadmiumkonzentration im oberirdischen Pflanzenteil in Abhängigkeit von der Cd-
Konzentration im Substrat 
 
 
Abb. 47: Nickelkonzentration im oberirdischen Pflanzenteil in Abhängigkeit von der Ni-
Konzentration im Substrat 
 
Die Ergebnisse decken sich mit den Angaben von Schinner und Sonnleitner (1997a), die für 
Cd positive Korrelationen zwischen Pflanzen- und Bodenkonzentrationen beschreiben. 
Verschiedene Studien belegen auch, dass die Arsenkonzentrationen in Pflanzen mit 
zunehmender Konzentration im Boden bzw. in Nährlösungen steigen [Burlo et al. 1999; 
Tlustos et al. 2006; Miteva, 2002]. Eine von Cobb et al. (2000) beschriebene Abhängigkeit 
der Zinkkonzentration der untersuchten Tomatenpflanzen konnte durch die eigenen 









4.3.5 Schadstoffkonzentrationen in den Früchten der Tomatenpflanzen 
 
Nachdem in den vorangegangenen Kapiteln eine Schadstoffaufnahme durch die Pflanzen 
von einigen der untersuchten Substanzen festgestellt werden konnte, sollte untersucht 
werden, ob ein Transport bis in die Früchte stattgefunden hat. Vor allem für die Bewertung 
eines potentiellen Risikos für den Verbraucher durch den Verzehr schadstoffexponierter 
Nutzpflanzen sind die Untersuchungen der Früchte von Bedeutung. Die Tomaten aller 
Versuchsreihen wurden bei erreichtem Reifezustand geerntet und wie in den Kapiteln 
3.3.4.1 (organische Verbindungen) und 3.3.3.3 (Anorganika) beschrieben, aufbereitet und 
anschließend analysiert (vgl. Kap. 3.4.1 und 3.4.2).  
 




4.3.5.1 Organische Verbindungen   
 
Für die Untersuchung der Früchte wurden die Tomaten aller Versuchsreihen beprobt. Da, 
wie in Kapitel 4.3.2.1 beschrieben, Simazin und Lindan auch in den oberirdischen 
Pflanzenteilen nachgewiesen wurden, besteht der Verdacht, dass diese beiden Substanzen 
auch bis in die Früchte transportiert werden können.  
Es wurden 18 Früchte der VR 2006, deren Substrate mit einem Gemisch aus organischen 
Verbindungen und Elementen dotiert wurden (Dotierung: Anhang B, Tab. 1 und 3), sowie 14 
Früchte der VR 2007, deren Versuchsansätze nur mit organischen Substanzen versetzt 
wurden (Dotierung: Anhang B, Tab. 9), analysiert. In keiner der Proben konnten die 
untersuchten Schadstoffe nachgewiesen werden. Ein Transport der relevanten organischen 
Verbindungen bis in die essbaren Teile der Tomatenpflanzen kann unter den vorliegenden 










4.3.5.2  Anorganika 
 
Für die Analyse der Elemente wurden die Früchte aller Versuchsreihen, in denen 
Schwermetalle und Arsen dotiert wurden, bei erreichter Reife geerntet. Da aus den 
vorangegangenen Untersuchungen hervorgeht, dass alle untersuchten Elemente bis in 
Spross und Blätter der Tomatenpflanzen verlagert wurden, besteht die Möglichkeit, dass 
auch ein Transport bis in die Früchte erfolgte. Die Ergebnisse der Analysen sind in Anhang 
R aufgelistet und werden nachfolgend dargestellt und diskutiert.  
Die Pflanzen der Versuchsreihe 2006, denen ein Gemisch aus organischen und 
anorganischen Schadstoffen zugegeben wurde (Dotierungskonzentrationen siehe Anhang B, 
Tab. 1 und 3), bildeten nur teilweise Früchte aus.  
Auch die Pflanzen der Versuchsreihe 2007 (VP C und D), deren Substrate mit einem 
Element-Gemisch aus As, Cd, Pb, Cr, Zn und Ni dotiert wurden (Konzentrationen: vgl. 
Anhang B, Tab. 5 und 7), bildeten je 4 von 6 Pflanzen pro Versuchsansatz Früchte aus. 
Dabei war keine Abhängigkeit der Anzahl der Früchte von der Schadstoffkonzentration zu 
erkennen. Dies wird aus Abb. 49 deutlich, in der die Anzahl der Früchte der Pflanzen der 
Versuchsreihe C (Pflanzen T29 – T34) und D (Pflanzen T35 – T40) sowie die 
Kontrollpflanzen (Pflanzen T41 – T44) dargestellt sind. Die Pflanzen der Versuchsreihe C 
waren einer 2-fach höheren Schadstoffkonzentration ausgesetzt als die der Versuchsreihe D 

























































Abb. 49: Anzahl der Früchte in Abhängigkeit von der Elementkonzentration im Substrat 
(Pflanzen T29-T34: VP C; Dotierung siehe Anhang B; Pflanzen T35 – T40: VP D: Dotierung 
siehe Anhang B; Pflanzen T42 – T44: Kontrollen ohne Dotierung) 
  
Die Analytik der Fruchtproben führte zu einem differenzierten Bild in Bezug auf die 
anorganischen Schadstoffe, die untersucht wurden. Für Arsen, Cadmium, Zink und Nickel 





wurden in allen Früchten Kontaminationen ermittelt. Blei konnte in 26 und Chrom in 27 von 
39 untersuchten Proben bestimmt werden. Die höchsten Konzentrationen betrugen für Blei 
0,07 mg/kg, für Arsen 0,51 mg/kg, für Cd 0,57 mg/kg, für Cr 0,6 mg/kg, für Zn 48,5 mg/kg 
und für Ni 6,4 mg/kg. Die Medianwerte für die entsprechenden Elemente waren wie folgt: Pb: 
0,02 mg/kg, As: 0,17 mg/kg, Cd: 0,17 mg/kg, Cr: 0,15 mg/kg, Zn: 8,4 mg/kg und Ni: 1,05 
mg/kg (n = 39). In der Literatur findet man unterschiedliche Angaben zu Metallgehalten in 
Früchten von Tomatenpflanzen. In einigen Studien wurde ebenfalls belegt, dass Metalle bis 
in die Früchte von Tomatenpflanzen transportiert werden können. So wiesen unter anderem 
Oladipo und Bodunde (1983), Cobb et al. (2000) und Mohamed et al. (2003) einen Transport 
von Pb, Cd, Cr, Zn und Ni bis in die Früchte nach. Auch Arsen wurde von Tlustos et al. 
(2006) und Burlo et al. (1999) in den Früchten von Tomatenpflanzen gefunden. Cobb et al. 
(2000) konnten jedoch nur einen Arsentransport bis in die Blätter der Pflanzen feststellen 
und Moral et al. (1994a) konnten kein Cr in Früchten finden. Zu bemerken ist, dass Nickel 
eine Tendenz zur Akkumulation in Früchten besitzt. Moral et al. (1994a) fanden dabei keine 
Abhängigkeit der Ni-Konzentration in Früchten von der Konzentration in der Nährlösung. Die 
eigenen Untersuchungen zeigten jedoch eine positive Korrelation zwischen der 
Nickelkonzentration in Früchten und der Ni-Konzentration im Substrat (vgl. Abb. 50 und 
Anhang S, Abb. 6). Auch für Cd und As wurde in diesen Studien ein Anstieg der 
Konzentrationen in den Früchten mit zunehmender Substratkonzentration festgestellt. Diese 
Ergebnisse werden gestützt durch die Ergebnisse von Moral et al. (1994a) sowie Burlo et al. 

































Abb. 50: Konzentration in Früchten in Abhängigkeit von der Substratkonzentration, wobei im 
VP C doppelt so hohe Substratkonzentrationen verwendet wurden wie im VP D (vgl. Anhang 
B, Tab. 5 und 7), (Median; VP C: n = 13, VP D: n = 11) (ohne BVM) 
 
In Abb. 51 sind die Metallkonzentrationen in den Früchten der Tomatenpflanzen in 
Abhängigkeit von der Substratkonzentration für alle Versuchsansätze dargestellt. Auch aus 
dieser Grafik wird ersichtlich, dass die Arsen-, Cadmium- und Nickelkonzentrationen in den 
Früchten positiv mit den Bodenkonzentrationen korrelierten. Deutlicher geht dies aus 
Anhang S hervor, wo die Elemente einzeln grafisch dargestellt sind.  









































As Cd Pb Cr Zn Ni
 
Abb. 51: Schwermetallkonzentrationen in den Früchten der Tomatenpflanzen in 
Abhängigkeit von der Schadstoffkonzentration im Substrat 
 
Von der Europäischen Gemeinschaft wurden im Jahr 2001 für den gemeinsamen Markt 
Höchstgehalte für bestimmte Kontaminanten in Lebensmitteln festgelegt (Verordnung EG Nr. 
466/2001 vom 8. März 2001). Neben anderen Stoffen sind auch für die Schwermetalle Blei 
und Cadmium Höchstgehalte für verschiedene Lebensmittel aufgelistet. Für Blei beträgt der 
angegebene Höchstwert in Gemüse 0,1 mg/kg und für Cadmium 0,05 mg/kg 
[www.vis.bayern.de]. Bei den untersuchten Früchten der vorliegenden Arbeit wurde der 
Höchstgehalt für Blei nicht überschritten. Die Cadmiumkonzentrationen jedoch lagen bei 35 
von 39 untersuchten Proben über dem Höchstgehalt von 0,05 mg/kg.  
 
 
4.3.6 Bewertung der in vivo – Experimente  
 
Zur weiterführenden Bewertung der Aufnahme der organischen Verbindungen durch die 
Tomatenpflanzen wurden in vivo – Messungen im Stamm der Pflanze durchgeführt. Wie in 
Kap. 3.3.3.2 bereits angesprochen, kann mit Hilfe der SPME-Technik eine `zerstörungsfreie` 
Probenahme erfolgen. Somit kann ein Individuum mehrmals zu verschiedenen Zeitpunkten 
während einer Vegetationsperiode beprobt werden, so dass individuelle Unterschiede 
zwischen verschiedenen Pflanzen entfallen. Die Dotierungskonzentrationen der Versuche 
sind in Anhang B, Tab. 14 aufgelistet. Das Einbringen der SPME-Faser wurde in Kap. 
3.3.3.2 erläutert. Die Ergebnisse der in vivo – Messungen sind in Tab. 11 dargestellt. Bei 
den Tomatenpflanzen 1 - 5 wurde die Probenahme jeweils in einer Stammhöhe von 30 cm 
durchgeführt. Bei der Pflanze 6 erfolgte die Beprobung in 20 cm sowie in 40 cm Stammhöhe. 
Im Gegensatz zur konventionellen Analysenmethode nach der Ernte, bei der in keiner 
Pflanze m-Kresol gefunden wurde, konnte mit Hilfe der in vivo - Messung in allen Pflanzen, 





deren Substrat m-Kresol zugesetzt wurde, die Substanz nachgewiesen werden. Die Ursache 
hierfür kann in einer Metabolisierung von m-Kresol nach der Vegetationsperiode liegen. Da 
die in vivo - Beprobung mit anschließender Analyse nur eine Woche nach der Dotierung 
erfolgte, kann hier noch die Ausgangssubstanz nachgewiesen werden. Auch Simazin und 
Lindan wurden mit dieser Methode in allen exponierten Pflanzen, in Übereinstimmung mit 
den bereits diskutierten Ergebnissen, gefunden. Anthracen wurde, ebenso wie bei den 
Pflanzen, die mit der herkömmlichen Methode untersucht wurden, nicht detektiert. Galaxolid 
wurde nur dem Substrat der Pflanze 1 zugesetzt und konnte im Stamm dieser Pflanze 
nachgewiesen werden. Bei der Pflanze 6, bei der die Beprobung in unterschiedlichen 
Stammhöhen durchgeführt wurde, nahm bei allen 3 nachgewiesenen Substanzen (m-Kresol, 
Simazin und Lindan) die Menge der jeweiligen Substanz mit zunehmender Stammhöhe ab.   
 
 
Tabelle 11: Ergebnisse der in vivo-Messung [ng] 
Verbindung m-Kresol Simazin Lindan Anthracen Galaxolid 
Pflanze 1 26,5 15,4 12,3 n.n. 20,3 
Pflanze 2 6,6 0 0 0 0 
Pflanze 3 0 3,9 0 0 0 
Pflanze 4 0 0 3,1 0 0 
Pflanze 5 0 0 0 n.n. 0 
Pflanze 6,  
20cm 
Stammhöhe 




1,2 18 36 n.n. 0 
 
 
4.3.7 Untersuchungen zur Schadstoffaufnahme durch Paprikapflanzen  
 
Neben den Tomatenpflanzen wurden auch Paprikapflanzen hinsichtlich ihres 
Schadstoffaufnahmevermögens untersucht. Zum einen gehört Paprika zu den am häufigsten 
verzehrten Gemüsesorten in Deutschland, zum anderen fiel Paprika in den letzten Jahren 
wegen hohen Kontaminationen mit Pflanzenschutzmittelrückständen auf [BVL, 2008], so 
dass der Verdacht besteht, dass auch andere Umweltschadstoffe in Paprikapflanzen 
angereichert werden können. Außerdem wurden neben Tomatenpflanzen auch 
Paprikapflanzen im Rahmen des Projektes PROTECTOR als Testpflanzen für die 
Entwicklung des Bodenverbesserungsmaterials verwendet. Analog zu den Untersuchungen 





zum Aufnahmeverhalten von Umweltschadstoffen durch Tomatenpflanzen wurden in der 
Versuchsreihe 2006 auch Paprikapflanzen in die Experimente einbezogen. Dafür wurden die 
Testpflanzen analog den Tomatenpflanzen entsprechend gegenüber den ausgewählten 
Schadstoffen exponiert. Ziel war, die Aufnahme und Verteilung von organischen 
Schadstoffen (m-Kresol, Simazin, Lindan, Anthracen) und Elementen (As, Cd, Pb, Cr, Zn 
und Ni) durch die Paprikapflanzen zu untersuchen. In Anhang B, Tab. 10 (Versuchsplan F) 
und Tab. 12 (Versuchsplan G) sind die Dotierungskonzentrationen angegeben. Die 
organischen Verbindungen und die Elemente wurden als Schadstoffgemisch zugegeben. Es 
wurden Versuche mit und ohne Bodenverbesserungsmaterial (BVM) durchgeführt.  
Die Ergebnisse der Untersuchungen mit Schadstoffdotierungen in den Nährlösungen sowie 
in den Substraten nach der Ernte der Pflanzen wurde in den vorangegangen Kapiteln (vgl. 
Kap. 4.1 und 4.2) besprochen.  
Auf Grund der geringen Biomasseerträge der Paprikapflanzen war eine Analyse der 
organischen Schadstoffe im Pflanzenmaterial nicht möglich. Die Kombination und/oder die 
dotierten Konzentrationen der Schadstoffe schädigten die Pflanzen massiv, so dass zum Teil 
nur eine verkürzte Vegetationsperiode und die Aufnahme der anorganischen Schadstoffe 
analytisch verfolgt werden konnte.  
Die Ergebnisse der Bestimmung der Elemente in Paprikapflanzen sind in Anhang L, Tab. 2 
aufgelistet worden und werden nachfolgend dargstellt und diskutiert. 
Alle untersuchten Metalle waren sowohl in den Wurzeln als auch in den oberirdischen 
Pflanzenteilen (Spross und Blätter) nachweisbar und werden nachfolgend einzeln erläutert. 
 
Arsen 
Die Arsenkonzentrationen in den Wurzeln der Paprikapflanzen, die auf dotiertem Substrat 
(Anhang B, Tab.10 und 12) ohne die Zugabe von Bodenverbesserungsmaterial kultiviert 
wurden, lagen zwischen 5,6 mg/kg  und 21 mg/kg. Der Median betrug 12,2 mg/kg (n= 6). In 
den oberirdischen Pflanzenteilen (Spross und Blätter) wurden As-Konzentrationen zwischen 
4,3 mg/kg und 7,6 mg/kg mit einem Median von 5,5 mg/kg (n=6) gefunden. Der Hauptanteil 
(65 %) des Arsen verblieb in der Wurzel, aber im Vergleich zu den Ergebnissen der 
Tomatenpflanzen, bei denen sich 94% des Arsens in der Wurzel befanden, zeigten die 
Paprikapflanzen, dass eine stärkere Verlagerung des Elementes in die oberirdischen 
Pflanzeteile erfolgte. In Spross und Blättern befanden sich 29,3 %, in den Früchten 5,7 % 
des Arsens. In den Paprikafrüchten waren As - Konzentrationen zwischen 0,36 und 1,2 
mg/kg (Median = 1,07 mg/kg, n = 4) nachweisbar.  
 
Cadmium 
In den Wurzeln der schadstoffexponierten Paprikapflanzen (Dotierung des Substrates: 
Anhang B, Tab. 10 und 12) wurden Cd-Konzentrationen zwischen 3,5 mg/kg und 13,8 mg/kg 
mit einem Median von 6,9 mg/kg (n=4) gefunden. Ebenso wie für Arsen beobachtet, wurde 
Cadmium bis in die oberirdischen Pflanzenteile transportiert. Es wurden Konzentrationen 
zwischen 0,4 mg/kg und 2 mg/kg, mit einem Median von 1,2 mg/kg (n=6), in Spross und 





Blättern nachgewiesen. In den Früchten betrugen die Cd-Konzentrationen 0,26 – 0,7 mg/kg 
(Median: 0,59 mg/kg, n = 4). Somit verblieben 79,4 % des durch die Pflanzen 
aufgenommenen Cadmiums in der Wurzel, 13,8 %  wurden in Spross und Blätter verlagert 
und 6,8 % wurden in die Früchte transportiert.  
 
Blei 
Auch das als weniger pflanzenverfügbar geltende Element Blei konnte in allen Pflanzenteilen 
der Paprikas nachgewiesen werden. Die Wurzelkonzentrationen lagen zwischen 1,2 mg/kg 
und 10 mg/kg (Median: 2,9 mg/kg, n = 6) und in Spross und Blättern zwischen 0,3 mg/kg 
und 1 mg/kg (Median: 0,6 mg/kg, n = 6). Auch in den Früchten wurde Blei mit 
Konzentrationen zwischen 0,01 mg/kg und 0,05 mg/kg und einem Median von 0,04 mg/kg (n 
= 4) gefunden. Somit befanden sich 82 % des aufgenommenen Bleis in der Wurzel. 18 % 
wurden in den oberirdischen Pflanzenteil verlagert, wovon 17 % in Spross und Blättern 
verblieben und 1 % in die Früchte transportiert wurde.  
 
Chrom 
Chrom wurde sowohl in den Wurzeln als auch in Spross und Blättern nachgewiesen. Mit 
Konzentrationen zwischen 16 mg/kg und 260 mg/kg (Median: 67,3 mg/kg) verblieben 92,3 % 
des durch die Pflanzen aufgenommenen Chroms in der Wurzel. Eine Verlagerung in den 
oberirdischen Pflanzenteil hatte bis in Spross und Blätter stattgefunden. Hier konnten 7,4 % 
des Chroms bestimmt werden. Dies entspricht Konzentrationen zwischen 2,7 mg/kg und 
13,3 mg/kg (Median: 5,4 mg/kg, n = 6). Nur in einer von 4 untersuchten Früchten konnte 
Chrom mit einer Konzentration von 0,18 mg/kg nachgewiesen werden.  
 
Zink 
Wie bereits an den Ergebnissen der untersuchten Tomatenpflanzen deutlich wurde (vgl. 
Kap. 4.3.2.2), gehört Zink zu den gut pflanzenverfügbaren Elementen. Dies wurde durch die 
Ergebnisse der getesteten Paprikapflanzen bestätigt. In den Wurzeln konnten Zn-
Konzentrationen zwischen 13 mg/kg und 84 mg/kg nachgewiesen werden (Median: 40,5 
mg/kg, n = 6). In Spross und Blättern wurden zwischen 10,4 mg/kg und 18,3 mg/kg Zink, mit 
einem Median von 11,7 mg/kg (n = 6) gefunden. Auch ein Transport bis in die Früchte 
konnte festgestellt werden (8,4 mg/kg bis 14 mg/kg, Median: 9,3 mg/kg, n = 4). Zwar verblieb 
der Hauptteil mit 66 % in den Wurzeln der Paprikapflanzen, jedoch wurde mit 19 % in Spross 
und Blättern und 15 % in den Früchten ein relativ großer Anteil des aufgenommenen Zinks 
innerhalb der Pflanze verlagert.  
 
Nickel 
Auch für Nickel konnte eine Aufnahme durch die Wurzeln der Paprikapflanzen mit 
anschließender Translokation in oberirdische Pflanzenteile nachgewiesen werden. Die 
Konzentrationen in den Wurzeln lagen zwischen 16 mg/kg und 45 mg/kg mit einem Median 
von 33,7 mg/kg (n = 6). Die Ni-Konzentrationen in Spross und Blättern betrugen 3,2 mg/kg 





bis 7,4 mg/kg (Median: 5,4 mg/kg, n = 6). Die Früchte wiesen Konzentrationen zwischen 0,8 
mg/kg und 6,3 mg/kg (Median: 3,7 mg/kg, n = 4) auf. Es verblieben somit 78,7 % des Nickels 
im Wurzelbereich, 12,6 % wurden in Spross und Blätter transportiert und 8,7 % des 
Elementes wurden bis in die Früchte verlagert.  
 
 
Generelle Abschätzung zur Aufnahme von As, Cd, Pb, Cr, Zn und Ni durch 
Paprikapflanzen 
 
Um das Aufnahmevermögen der untersuchten Paprikapflanzen unabhängig von der 
Dotierung des Substrates beurteilen zu können, werden nachfolgend wiederum die 
Biokonzentrationsfaktoren betrachtet. Die Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) und die 
Transportkonzentrationsfaktoren (TCF) sind in Anhang N, Tab. 1 bzw. in Anhang O, Tab. 1 
aufgelistet. In Abb. 52 wurden die Wurzelkonzentrationsfaktoren grafisch dargestellt. Es wird 
deutlich, dass Nickel mit einem RCF von 10,6 die höchste Aufnahmerate in die Wurzel der 
Paprikapflanzen aufwies. Auch Cadmium (RCF: 8,4), Zink (RCF: 6,2), Arsen (RCF: 5,3) und 
Chrom (RCF: 3,2) wurden in größerem Umfang durch die Wurzeln aufgenommen und 
akkumuliert. Blei wurde zwar in kleinen Mengen durch die Paprikawurzeln aufgenommen, 
mit einem RCF <1 jedoch nicht akkumuliert. Aus Abb. 53, in der die 
Transportkonzentrationsfaktoren (TCF) grafisch dargestellt sind, geht hervor, dass alle 
Elemente in unterschiedlichem Maß in die oberirdischen Pflanzenteile verlagert wurden. Vor 
allem Arsen und Zink mit einem TCF von 0,5 wurden durch die Paprikapflanzen in Spross 
und Blätter transportiert. Sie zeigen die höchsten Aufnahmeraten, gefolgt von Ni = Pb, Cd 
und Cr. Für die TCF aller untersuchten Elemente wurden Werte < 1 berechnet, so dass 
davon ausgegangen werden kann, dass die Elemente zwar innerhalb der Pflanzen verlagert 
werden, es aber nicht zu einer Akkumulation in Spross und Blättern kommt.   
 
 
Abb. 52: Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) der Paprikapflanzen (Median, n = 6), ohne 
BVM-Zusatz 






Abb. 53: Transportkonzentrationsfaktoren (TCF) der Paprikapflanzen (Median, n = 6), ohne 
BVM-Zusatz 
 
Vergleich des Aufnahmeverhaltens zwischen Tomaten- und Paprikapflanzen 
 
Vergleicht man die BCF der Paprikapflanzen mit denen der Tomatenpflanzen (Kap. 4.3.2.2), 
wird deutlich, dass die Elemente durch die verschiedenen Pflanzenspezies in 
unterschiedlichem Maß aufgenommen und verlagert wurden. In Tab. 12 werden die RCF, in 
Tab. 13 die TCF der Tomaten- und Paprikapflanzen verglichen. Große Unterschiede waren 
vor allem bei Arsen zu erkennen. As war mit einem RCF von 20 das Element, was von 
Tomatenpflanzen am meisten aufgenommen wurde. Die Paprikapflanzen hingegen nahmen 
As (RCF: 5,3) in deutlich geringerem Umfang auf. Dafür war das durch die Wurzeln der 
Paprikas aufgenommene As innerhalb der Pflanze mobiler als in den Tomatenpflanzen. Dies 
wurde an den TCF von 0,5 für Paprika- und 0,03 für Tomatenpflanzen ersichtlich. Auch 
Nickel wurde durch die Tomatenpflanzen stärker über die Wurzel aufgenommen (RCF: 13,7) 
als durch Paprikapflanzen (RCF: 10,6). Die Verlagerung des Elementes innerhalb der 
Pflanze verhielt sich in beiden Pflanzenspezies ähnlich. Weiterhin war zu beobachten, dass 
die Elemente Cd, Cr und Zn stärker durch die Wurzeln der Paprikapflanzen als durch die der 
Tomatenpflanzen aufgenommen wurden.  
 
Tabelle 12:  Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) der untersuchten Tomaten- und 
Paprikapflanzen 
 Tomatenpflanzen Paprikapflanzen 
As 20 5,3 
Cd 4,8 8,4 
Pb 0,4 0,3 
Cr 1,7 3,2 
Zn 3,5 6,2 
Ni 13,7 10,6 





Tabelle 13: Transportkonzentrationsfaktoren (TCF) der untersuchten Tomaten- und 
Paprikapflanzen 
 Tomatenpflanzen Paprikapflanzen 
As 0,03 0,5 
Cd 0,2 0,1 
Pb 0,1 0,2 
Cr 0,04 0,06 
Zn 0,3 0,5 
Ni 0,1 0,2 
 
In Tab. 14 werden die ermittelten Höchstkonzentrationen der untersuchten Früchte der 
Tomaten- und Paprikapflanzen verglichen. In Paprikas wurden höhere As-Konzentrationen 
gefunden als in Tomaten. Dies ist in Übereinstimmung mit den berechneten RCF und TCF 
aus denen hervorging, dass As zwar stärker durch die Wurzeln der Tomatenpflanzen 
aufgenommen wurde, jedoch in Paprikapflanzen eine umfangreichere Verlagerung in den 
oberirdischen Teil der Pflanzen statt fand. Der bereits in Kap. 4.3.2.2 erwähnte 
Schutzmechanismus von Tomatenpflanzen, der eine Akkumulation von As in die 
Pflanzenwurzel zulässt, aber eine Translokation innerhalb der Pflanze verhindert, konnte 
somit für Paprikapflanzen durch die eigenen Untersuchungen nicht nachgewiesen werden. 
Deutlich höhere Konzentrationen in Tomaten als in Paprika wurden für Zink und Chrom 
ermittelt. Wie bereits in Kap. 4.3.5.2 angesprochen, wurden durch die Europäische 
Gemeinschaft Höchstgehalte für Blei und Cadmium in Gemüse festgelegt. Der Höchstgehalt 
für Pb von 0,1 mg/kg wurde bei keiner der untersuchten Paprikafrüchte überschritten. 
Jedoch lagen alle ermittelten Cd-Konzentrationen in den Paprikafrüchte (n=4) über dem 
angegebenen Grenzwert von 0,05 mg/kg. 
 
Tabelle 14: Höchstkonzentrationen in Früchten [mg/kg] 
 Tomatenpflanzen Paprikapflanzen 
As 0,51 1,2 
Cd 0,57 0,7 
Pb 0,07 0,05 
Cr 0,6 0,18 
Zn 48,5 14 













4.3.8 Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials (BVM) auf die  Schadstoffaufnahme 
durch Pflanzen 
    
Um ein mögliches Rückhalte- oder Mobilisierungsvermögen der untersuchten organischen 
Verbindungen und Elemente durch das Bodenverbesserungsmaterials beurteilen zu können, 
wurden, zusätzlich zu den Pflanzenuntersuchungen, Elutionsversuche mit dem Substrat 
(Säulenversuche) durchgeführt und in die Beurteilung einbezogen. Bei diesen Experimenten 
wurden 500 ml schadstoff-dotiertes Wasser (vgl. Anhang T, Tab. 1 und 2) auf eine 
substratgefüllte Säule (150 g) gegeben. Es wurden die Konzentrationen nach 
Säulendurchlauf der Säulen ohne BVM-Zusatz und mit BVM-Zusatz (1%, w/w) verglichen. In 
den Grafiken 54 und 55 sind die Ergebnisse der Experimente dargestellt. In Abb. 54 werden 
die prozentualen Anteile der untersuchten organischen Verbindungen im Eluat nach dem 
Säulendurchtritt mit und ohne Zusatz von Bodenverbesserungsmaterial verglichen. Es wird 
ersichtlich, dass die Konzentrationen bei allen untersuchten Substanzen nach einem 
Säulendurchlauf mit BVM-Zusatz niedrigere Konzentrationen im Eluat aufwiesen als nach 
einem Säulendurchtritt ohne BVM. Bei den BVM-haltigen Säulen wurden für Kresol 25%, für 
Simazin 10%, für Lindan 14%, für Anthracen 21% und für Galaxolid 51% niedrigere 
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Abb. 54: Vergleich der Ergebnisse der organischen Schadstoffe im Eluat nach 
Säulendurchtritt mit und ohne BVM 
 
Vergleichbare Ergebnisse lieferten die Versuche, die hinsichtlich des Rückhaltes der 
dotierten Anorganika durchgeführt wurden (vgl. Abb. 55). Hierbei zeigte sich, dass auch die 
Metallionen durch den nur 1%igen BVM-Anteil am Substrat deutlich zurückgehalten wurden, 
was sich in einer niedrigeren Konzentrationen im Eluat bermerkbar machte. Eine Ausnahme 
bildete Chrom. Hier hatte das Bodenverbesserungsmaterial keinen Einfluss auf die 
Schadstoffkonzentration. Besonders ausgeprägt war das Rückhaltevermögen für Zink. Hier 
sanken die Konzentrationen im Eluat um 63%, wenn dem Substrat BV-Material zugesetzt 






wurde. Die Konzentrationen der übrigen Elemente der BVM-haltigen Säulen lagen bei Arsen 
um 17%, bei Cadmium um 33%, bei Blei um 13% und bei Nickel um 35% niedriger als bei 
den Säulen ohne BVM-Zusatz. Es muss aber bemerkt werden, dass dieses Verhalten nur 
unter den gegebenen Elutionsbedingungen zutrifft. Aussagen über die Langzeitwirkung 
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Abb. 55: Vergleich der Ergebnisse der Metallionen im Eluat nach Säulendurchtritt mit und 
ohne BVM 
 
Wie in Kap. 4.3.1 besprochen, wurde bei den durchgeführten Untersuchungen ein Einfluss 
des Bodenverbesserungsmaterials auf die Biomasse der Testpflanzen sichtbar. Aus den 
Abb. 26 und 27 war ein deutlicher Rückgang der Biomasse der Tomaten- und 
Paprikapflanzen bei Zugabe von BVM zu den Versuchsansätzen zu erkennen. Aufgrund der 
Ergebnisse der Säulenversuche, bei denen ein Rückhaltevermögen des BV-Materials 
bezüglich organischer sowie anorganischer Verbindungen deutlich wurde, könnte eine 
mögliche Ursache für den Biomasserückgang, ein Zurückhalten von Nährstoffen durch BVM 
sein. In den Kapiteln 4.1.1 und 4.1.2 wurde der Einfluss des BV-Materials auf die 
Schadstoffkonzentrationen in der Nährlösung erläutert. Sowohl die organischen als auch die 
anorganischen Verbindungen waren in den Versuchsansätzen mit BVM-Zusatz nach 
Versuchsende in niedrigeren Konzentrationen in der Nährlösung zu finden als in den 
Versuchsansätzen, die kein BVM enthielten. In Übereinstimmung dazu, waren in den BVM-
haltigen Bodenproben die organischen Verbindungen in höheren Konzentrationen zu finden 
(vgl. Kap. 4.2.1), was ebenfalls auf ein Sorptionspotential des Bodenverbesserungsmaterials 
hinweist.       
Um den Einfluss des Bodenverbesserungsmaterials auf die Metallaufnahme durch die 
Tomatenpflanzen zu verdeutlichen, werden die Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) in der 
Abb. 56 grafisch dargestellt. Für alle Elemente wurden für die Versuchspflanzen, die mit 
BVM behandelt wurden, niedrigere RCF bestimmt als für die Pflanzen ohne BVM-Zusatz. Bei 
Cadmium wurde dieses Verhalten am deutlichsten. 77% weniger Cadmium wurden in den 
Pflanzenwurzeln der Versuche mit BVM-Zusatz als in den Pflanzenwurzeln ohne BVM-






Zugabe gefunden. Außerdem waren 54% weniger As, 10% weniger Pb, 42% weniger 
Chrom, 39% weniger Zink und 47% weniger Nickel in den Wurzeln der Versuchsansätze mit 
BVM nachweisbar als in den Pflanzen ohne BVM-Behandlung.   
 
 
Abb. 56: Wurzelkonzentrationsfaktoren der Tomatenpflanzen mit und ohne Zusatz von 
Bodenverbesserungsmaterial (ohne BVM: Median, n=5; mit BVM: Median, n=3) 
 
In Abb. 57 werden die RCF der untersuchten Paprikapflanzen mit und ohne Zusatz von BVM 
grafisch dargestellt. Es zeigte sich ein ähnliches Verhalten wie für die untersuchten 
Tomatenpflanzen. Für alle Elemente wurden für die Paprikapflanzen, deren Substrat mit 
BVM versetzt wurde, niedrigere Wurzelkonzentrationsfaktoren ermittelt als für die Pflanzen 
ohne BVM-Zusatz. Das Rückhaltevermögen des Bodenverbesserungsmaterials bezüglich 
der anorganischen Zusätze war vor allem bei Cadmium und Chrom stark ausgeprägt. Für 
die Paprikapflanzen, die mit BVM behandelten wurden, lagen die RCF-Werte um 82% (Cd) 
bzw. 81% (Cr) niedriger als die der unbehandelten Pflanzen. Auch für die anderen 
untersuchten Elemente wurden bei BVM-Zugabe niedrigere RCF-Werte bestimmt als bei 
den Versuchsansätzen ohne BVM. Die Wurzelkonzentrationsfaktoren der BVM-behandelten 
Pflanzen betrugen im Vergleich zu den unbehandelten Pflanzen für As 64 %, für Pb 67 %, 
für Zn 50 % und für Ni 38 %.     
 





















Abb. 57: Wurzelkonzentrationsfaktoren der Paprikapflanzen mit und ohne Zusatz von 
Bodenverbesserungsmaterial (ohne BVM: Median, n = 6; mit BVM: Median, n = 5) 
 
Da die BVM-behandelten Pflanzen (Tomate und Paprika) für eine Analyse der organischen 
Schadstoffe zu wenig Biomasse aufwiesen, kann an dieser Stelle keine Aussage zu dieser 
Fragestellung getroffen werden.  
Ebenso bildete nur eine Tomatenpflanze, der BVM zugesetzt wurde, Früchte (2 Stück) aus. 
Alle Elemente waren nachweisbar. Für weiterführende Aussagen ist die Datenlage jedoch 
unzureichend. Die mit BVM behandelten Paprikapflanzen bildeten keine Früchte aus. 
Somit kann geschlußfolgert werden, dass der Einsatz von reinem BV-Material keine 
positiven Effekte auf das Pflanzenwachstum zeigte, sondern im Gegenteil, wahrscheinlich 
wichtige Nährstoffe zurückhalten kann. Jedoch muss an dieser Stelle erwähnt werden, dass 
das BV-Material in weiteren Stufen behandelt werden sollte, um eine gezielte Ansiedlung 
ausgewählter Mikroorganismen zu realisieren. Diese sollten eine Zersetzung des BVM 
beschleunigen und somit zur Freisetzung bzw. Bildung von Phosphat und stickstoffhaltigen 
Komponenten führen, die als Nährstoffe für die Pflanzen zur Verfügung stehen. Diese 








Mit Hilfe von Gefäßversuchen wurde modellhaft der Transfer ausgewählter organischer und 
anorganischer Umweltschadstoffe aus kontaminiertem Substrat in Nutzpflanzen untersucht. 
Zu den betrachteten organischen Verbindungen gehörten m-Kresol, Simazin, Lindan, 
Anthracen und Galaxolid, die auf Grund ihrer unterschiedlichen chemischen Eigenschaften, 
ihrer toxikologischen Relevanz, teilweisen Persistenz und ihrer weiten Verbreitung in der 
Umwelt ausgesucht wurden. Als Vertreter der Metallionen wurden Cadmium, Blei, Chrom, 
Zink und Nickel sowie das Metalloid Arsen zur Exposition der Pflanzen eingesetzt. 
Als Versuchspflanzen wurden Tomaten- und Paprikapflanzen gewählt, die zu den am 
häufigsten verzehrten Gemüsesorten in Deutschland gehören. 
Es wurde getestet, ob und in welchem Umfang die Schadstoffe durch die Pflanzenwurzel 
aufgenommen und möglicherweise innerhalb der Pflanze verlagert werden. Weitere 
Schwerpunkte der vorliegenden Arbeit waren die Untersuchung der Schadstoffaufnahme in 
Abhängigkeit von der Substratkonzentration und der Versuchsdauer. 
Ein weiterer Aspekt der Arbeit war die Überprüfung eines möglichen Einflusses eines 
neuartigen Bodenverbesserungsmaterials auf das Schadstoffaufnahmeverhalten durch die 
Pflanzen. Dieses, aus Knochenmehl hergestellte Bodenverbesserungsmaterial, wurde im 
Rahmen des EU Projektes PROTECTOR als alternative Nährstoffquelle für Pflanzenkulturen 
entwickelt und in dieser Arbeit getestet. 
Die erzielten Ergebnisse der vorliegenden Arbeit lassen sich wie folgt zusammenfassen: 
Bereits am physiologischen Erscheinungsbild sowie den Biomasserträgen der Pflanzen, die 
auf dotiertem Substrat kultiviert wurden, lies sich der negative Schadstoffeinfluss erkennen. 
Die Biomasse war bei den mit Organika exponierten Pflanzen am stärksten reduziert. Auch 
die Biomasse der mit Metallen und Arsen exponierten Pflanzen sank deutlich im Vergleich 
zu den Kontrollpflanzen. M-Kresol konnte in keiner der Tomatenpflanzen nachgewiesen 
werden. Simazin und Lindan hingegen wurden in 4 der 14 untersuchten Tomatenpflanzen 
gefunden. Die Substanzen waren sowohl in den Wurzeln als auch in den oberirdischen 
Pflanzenteilen nachweisbar. Auch Galaxolid konnte in allen Pflanzenteilen der untersuchten 
Tomaten detektiert werden. Anthracen wurde in 4 von 14 Pflanzenwurzeln gefunden. Es 
fand jedoch keine Verlagerung in die oberirdischen Pflanzenteile statt. 
Die untersuchten Anorganika wurden alle durch die Tomatenpflanzen aufgenommen und in 
unterschiedlichem Maß in die oberirdischen Pflanzenteile transportiert. Die Aufnahme in die 
Wurzel, welche durch den Wurzelkonzentrationsfaktor (RCF) beschrieben wird, war für As 
und Ni am stärksten ausgeprägt, gefolgt von Cd, Zn, Cr und Pb. Dabei kam es bei As, Ni, 
Cd, Zn und Cr zu einer Akkumulation der Elemente in den Wurzeln (RCF > 1). Pb wurde 
nicht akkumuliert (RCF < 1). Alle untersuchten Elemente wurden in die oberirdischen Teile 
der Tomatenpflanzen verlagert. Zur Bewertung der Translokation wurde der 
Transportkonzentrationsfaktor (TCF) genutzt. Dabei wurde von den relevanten Elementen 






sanken in folgender Reihenfolge: Cd > Pb = Ni > Cr > As. Alle TCF wiesen Werte < 1 auf, so 
dass zwar ein Transport der Elemente in die oberirdischen Pflanzenteile nachgewiesen 
wurde, eine Akkumulation in Spross und Blättern jedoch ausgeschlossen werden konnte. 
Die Bewertung des Aufnahmeverhaltens der organischen Verbindungen durch die 
Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von der Versuchsdauer war auf Grund der 
unzureichenden Datenlage, verursacht durch ungenügendes Wachstum der Pflanzen und 
somit zu geringe Biomasseerträge für die Analysen, nur eingeschränkt möglich und können 
nur als Hinweis gewertet werden. An den vorliegenden Ergebnissen ließ sich ein Rückgang 
der Lindan- und Galaxolidkonzentrationen im oberirdischen Pflanzenteil (Spross und Blätter) 
mit zunehmender Versuchsdauer erkennen. Diese Ergebnisse werden durch verschiedene 
Literaturangaben gestützt. 
Ebenso war bei den Elementen ein zeitabhängiges Aufnahmeverhalten durch 
Tomatenpflanzen zu erkennen. Die Konzentrationen von Cr, Zn und Ni sanken sowohl in 
den Wurzeln als auch in den oberirdischen Pflanzenteilen (Spross und Blätter) mit 
zunehmender Versuchsdauer. Auch die Cd-Konzentrationen nahmen in den Wurzeln mit der 
Zeit ab. In Spross und Blättern hingegen waren nach 4 Monaten höhere Cd-Konzentrationen 
zu finden als nach 2 Monaten. Arsen wurde in den Wurzeln der Tomatenpflanzen mit 
zunehmender Versuchsdauer in höheren Konzentrationen bestimmt, in Spross und Blättern 
sanken die As-Konzentrationen. Für Pb konnte keine Abhängigkeit von der Versuchsdauer 
festgestellt werden. 
Ein weiterer Untersuchungspunkt der vorliegenden Arbeit war die Bewertung der 
Schadstoffaufnahme der Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von den Dotierungs-
konzentrationen der Substrate. Bei der Betrachtung der Ergebnisse der organischen 
Verbindungen wurde kein Zusammenhang zwischen den Substratkonzentrationen und den 
Konzentrationen im Pflanzenmaterial festgestellt. Dabei ist jedoch zu bemerken, dass 
aufgrund der unzureichenden Datenlage, keine endgültige Aussage getroffen werden kann. 
Die Elementkonzentrationen (As, Cd, Cr, Zn und Ni) in den Wurzeln der Tomatenpflanzen 
zeigten in den vorliegenden Untersuchungen eine Zunahme mit steigender 
Substratkonzentration. Die Aufnahme von Blei durch die Wurzeln erfolgte unabhängig von 
der Dotierungskonzentration. In den oberidischen Pflanzenteilen konnte eine Abhängigkeit 
der Konzentration im Pflanzenmaterial von der Dotierung nur für Cd und Ni festgestellt 
werden. 
Um ein potentielles Risiko für den Verbraucher durch den Verzehr von 
schadstoffexponierten Nutzpflanzen abschätzen zu können, waren vor allem die 
Untersuchung der Früchte von Bedeutung. Ein Transfer der untersuchten organischen 
Verbindungen bis in die Früchte konnte unter den vorliegenden Versuchsbedingungen 
ausgeschlossen werden, so dass kein Risiko für den Konsumenten besteht. 
Es wurden jedoch alle relevanten Elemente in den Früchten nachgewiesen. Für Pb und Cd 
sind von der Europäischen Gemeinschaft Höchstgehalte in Lebensmitteln festgelegt worden. 
Die Pb-Konzentrationen der untersuchten Früchte lagen generell unter dem Höchstgehalt für 






39 untersuchten Proben überschritten, so dass unter den betrachteten Versuchs-
bedingungen ein Risiko für den Verbraucher nicht ausgeschlossen werden kann, wenn Cd-
kontaminierte Substrate mit Konzentrationen von > 0,8 mg/kg zur Pflanzenkultivierung 
eingesetzt werden. Hierbei muss aber berücksichtigt werden, dass sowohl durch die 
Anwendung von Gefäßversuchen als auch durch die Verwendung eines sandigen 
Substrates, die Schadstoffaufnahme durch Pflanzen überschätzt werden kann. 
Als Ergänzung zu den Untersuchungen des Schadstoffaufnahmeverhaltens der organischen 
Verbindungen durch Tomatenpflanzen wurden in-vivo-Experimente durchgeführt, bei denen, 
mit Hilfe der SPME-Technik, eine zerstörungsfreie Probenahme an lebenden Individuen 
durchgeführt werden konnte. Mit Hilfe dieser Technik konnte m-Kresol, welches mit der 
herkömmlichen Methode nicht in den Pflanzen nachgewiesen wurde, im Stamm von 
Tomatenpflanzen bestimmt werden. Die Ursache dafür, dass m-Kresol nicht in den Pflanzen 
nach der Ernte gefunden wurde, kann in der Metabolisierung der Substanz nach längerer 
Versuchsdauer liegen. Die Ergebnisse der anderen untersuchten Substanzen wurden durch 
die in vivo-Experimente bestätigt. 
Zusätzlich zu den Untersuchungen an Tomatenpflanzen wurde der Schadstofftransfer in 
Paprikapflanzen betrachtet. Eine Analyse der organischen Verbindungen war, auf Grund der 
geringen Biomasseertäge, nicht möglich. 
Alle untersuchten Anorganika wurden durch die Wurzeln der Paprikapflanzen aufgenommen 
und in unterschiedlichem Umfang in Spross und Blätter verlagert. Anhand der 
Wurzelkonzentrationsfaktoren wurde deutlich, dass Ni, mit einem RCF-Wert von 10,6, die 
höchste Aufnahmerate in die Wurzeln der Pflanzen aufwies. Auch die Elemente Cd (RCF: 
8,4), Zn (RCF: 6,2), As (RCF: 5,3) und Cr (RCF: 3,2) wurden durch die Pflanzenwurzeln 
aufgenommen und akkumuliert. Pb wurde in geringem Umfang durch die Wurzeln 
aufgenommen, mit einem RCF < 1 fand jedoch keine Akkumulation statt. Alle relevanten 
Elemente wurden außerdem in die oberirdischen Pflanzenteile transportiert, wobei sie aber 
nicht akkumuliert wurden. Die Verlagerung von As und Zn war am stärksten ausgeprägt, 
gefolgt von Ni, Pb, Cd und Cr. 
An den Ergebnissen der vorliegenden Arbeit wurden die element- und pflanzenzpezifischen 
Unterschiede der Schadstoffaufnahme deutlich. Dies war vor allem an der As-Aufnahme zu 
erkennen, bei der die Tomatenpflanzen, mit einem RCF von 20, Arsen in großem Umfang 
durch die Wurzeln aufnahmen. Mit einem RCF von 5,3 zeigten die Paprikapflanzen eine 
deutlich geringere As-Aufnahme. Innerhalb der Pflanzen war das von den Paprikas 
aufgenommen As (TCF: 0,5) jedoch wesentlich mobiler als in den Tomatenpflanzen (TCF: 
0,03). Ebenso wurde Nickel stärker durch die Wurzeln der Tomatenpflanzen (RCF: 13,7) als 
durch die der Paprikapflanzen (RCF: 10,6) aufgenommen, wobei der Transport innerhalb der 
Pflanze ähnlich verlief. Die Metalle Cd, Cr und Zn wurden im Vergleich hingegen stärker 
durch die Paprikapflanzen als durch Tomatenpflanzen aufgenommen. 
Auch in den Früchten der Paprikapflanzen wurden alle Elemente nachgewiesen, wobei, wie 
bei den Tomatenpflanzen auch, der Höchstgehalt der Europäischen Gemeinschaft für 






Paprikafrüchte jedoch lagen über dem vorgeschriebenen Grenzwert für Gemüse, so dass 
unter den vorliegenden Versuchsbedingungen ein Risiko für den Verbraucher nicht 
ausgeschlossen werden kann. 
Ein weiterer Schwerpunkt der Arbeit war die Untersuchung des Einflusses eines neu 
entwickelten `Bodenverbesserungsmaterials` auf die Mobilität und Bioverfügbarkeit der 
Schadstoffe. Anhand von Modell-Elutionsversuchen wurde deutlich, dass sowohl die 
relevanten organischen Substanzen als auch die Anorganika, durch das `Boden-
verbesserungsmaterials` im Substrat zurückgehalten wurden. Eine Ausnahme stellte Chrom 
dar. Für dieses Element konnte kein Einfluss festgestellt werden. Weiterhin konnte an den 
Untersuchungspflanzen ein Rückgang der Biomasse bei BVM-Zusatz festgestellt werden, 
der durch eine verminderte Nährstoffverfügbarkeit begründet werden kann. Außerdem 
wurden für die BVM-behandelten Tomaten- und Paprikapflanzen niedrigere Wurzel-
konzentrationsfaktoren für die Elemente ermittelt, so dass man davon ausgehen kann, dass 
die Behandlung des Substrates mit dem `Bodenverbesserungs-material` zwar zu einer 
verminderten Schadstoffaufnahme durch Pflanzen führt, dies jedoch auch mit einer 

































Zu bemerken ist an dieser Stelle, dass nur wenige, mit organischen Schadstoffen 
behandelte Tomatenpflanzen, ausreichend Biomasse aufwiesen, um die entsprechenden 
Substanzen analysieren zu können. Die Ergebnisse dieser Versuche können somit nur als 
Hinweis gewertet werden und sollten durch weitere Versuche bestätigt werden. Bei 
weiterführenden Untersuchungen sollten die Abhängigkeit der Schadstoffaufnahme von der 
Versuchsdauer sowie von der Dotierungskonzentration berücksichtigt werden. Außerdem 
sollte in weiteren Versuchen die Bildung möglicher Metabolite der organischen 
Verbindungen mitbetrachtet werden.  
Auch bei den Paprikapflanzen war eine Analyse der organischen Verbindungen, auf Grund 
zu geringer Biomasseerträge nicht möglich. Somit sind weitere Studien zum 
Aufnahmeverhalten dieser Verbindungen in Paprikapflanzen nötig. Die Untersuchung des 
Schadstofftransfers in Abhängigkeit von der Dotierung und der Vegetationsdauer sollte 
sowohl für die organischen Substanzen als auch für die relevanten Elemente Gegenstand 
weiterer Experimente sein.  
Wie bereits erläutert, stellen in vivo – Experimente ein geeignetes Mittel dar, die 
Schadstoffaufnahme und -translokation innerhalb der Pflanze besser nachvollziehen zu 
können. Ein besonderer Vorteil dieses Verfahrens ist die Möglichkeit, ein Individuum 
mehrfach zu verschiedenen Zeitpunkten zu beproben. Damit kann z. B. die Aufnahme einer 
Substanz nachgewiesen werden, bevor es zu möglichen Metabolisierungs-reaktionen 
kommt. Dieser Aspekt sollte in weiteren Versuchen näher beleuchtet werden. Weiterhin sind 
die Untersuchungen mit einer größeren Anzahl von Tomatenpflanzen sowie Experimente an 
Paprikapflanzen von Vorteil. Die Optimierung des Verfahrens, das z. B. verschiedene 
Dotierungskonzentrationen, mehrere Probenahmezeitpunkte und unterschiedliche 
Probenahmestellen einschließen kann, sollten weitere Untersuchungs-aspekte darstellen.  
Die Versuchsbedingungen der vorliegenden Arbeit wurden so gewählt, dass das potentielle 
Aufnahmevermögen durch Tomaten– und Paprikapflanzen ermittelt werden konnte. Da es 
unter diesen Versuchsbedingungen eher zu einer Überschätzung des Schadstofftransfers 
kommt, sollten für eine reale Gefährdungsabschätzung zusätzlich Versuche unter 
Freilandbedingungen (keine Gefäßversuche) und unter Verwendung von Boden, statt des 
verwendeten sandigen Substrates, durchgeführt werden. Besondere Aufmerksamkeit sollte 
dabei die Untersuchung der Früchte bekommen, wobei vor allem die Paprikafrüchte in 
größerer Anzahl beprobt werden sollten. Da in den vorliegenden Untersuchungen eine 
Höchstmengenüberschreitung von Cadmium in Tomaten- und Paprikafrüchten festgestellt 
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Anhang A        Düngung 
 
 Zusammensetzung der Nährlösung je Pflanze 
  Verbindung 
P 1 g CaHPO4 
.
 2H2O 
N 2 g NH4NO3 
K 2 g K2SO4 
Mg 0,5 g MgSO4  
.
 7H2O 
Hoagland-Lösung 3 ml  


















Anhang B                 Versuchspläne 
 
Versuchsplan A  - Tomatenpflanzen (Lycopersicon esculentum)  / VR 2006 
 3-fach Bestimmung  
 mit und ohne Bodenverbesserungsmaterial (BVM) 
 Substrat:     3,5 kg 
 Nährlösung: 2l 
 Versuchsbeginn:   27.07.2006 
 Dauer:  eine Vegetationsperiode 
 
Tab. 1: Dotierte Schadstoffe:  
Verbindung Dotierung 
As als AsHNa2O4  * 7H2O 0,04  µg/g 
Cd als CdCl2 0,04 µg/g 
Pb als Pb(NO3)2 1,22 µg/g  
Cr als K2CrO4 0,2 µg/g 
Zn als ZnCl2 0,36 µg/g 
Ni als NiSO4  *   6H2O 0,08 µg/g 
m – Kresol 300/ 590/ 890 µg/kg 
Simazin 140/ 290/ 430 µg/kg 
Lindan 290/ 570/ 860 µg/kg 
Anthracen 140/ 290/ 440 µg/kg 
 
 
Tab. 2: Elementkonzentrationen des Substrates (RFA) [µg/g] 
As Cd Pb Cr Zn Ni 




Versuchsplan B  - Tomatenpflanzen (Lycopersicon esculentum) / VR 2006 
 3-fach Bestimmung  
 mit und ohne BVM 
 Substrat:     3,5 kg 
 Nährlösung: 2l 
 Versuchsbeginn:  27.07.2006 









Tab. 3: Dotierte Schadstoffe:  
Verbindung Dotierung 
As als AsHNa2O4  * 7H2O 0,36 µg/g 
Cd als CdCl2 0,03 µg/g 
Pb als Pb(NO3)2 0,21 µg/g 
Cr als K2CrO4 0,73 µg/g 
Zn als ZnCl2 0,08 µg/g 
Ni als NiSO4  *   6H2O 0,36 µg/g 
m – Kresol 300/ 500/ 890 µg/kg 
Simazin 140/ 290/ 430 µg/kg 
Lindan 290/ 570/ 860 µg/kg 
Anthracen 140/ 290/ 440 µg/kg 
 
Tab. 4: Elementkonzentrationen des Substrates (RFA) [µg/g] 
As Cd Pb Cr Zn Ni 
2,0 0,8 9,1 21 6,4 2,9 
 
 
Versuchsplan C  - Tomatenpflanzen (Lycopersicon esculentum) / VR 2007 
 6-fach Bestimmung 
 ohne BVM 
 Substrat:   3kg 
 Nährlösung:  2l 
 Versuchsbeginn:    19.06.2007 
 Dauer:    1. Ernte:   nach 2 Monaten  (3 Pflanzen) 
                     2. Ernte:   nach 4 Monaten  (3 Pflanzen) 
 
Tab. 5: Dotierte Schadstoffe: 
Verbindung Dotierung [µg/g] 
As als AsHNa2O4  * 7H2O 3,33 
Cd als CdCl2 0,67 
Pb als Pb(NO3)2 3,33 
Cr als K2CrO4 3,33 
Zn als ZnCl2 6,67 
Ni als NiSO4  *   6H2O 3,33 
 
Tab. 6: Elementkonzentrationen des Substrates (RFA) [µg/g] 
As Cd Pb Cr Zn Ni 






Versuchsplan D  - Tomatenpflanzen (Lycopersicon esculentum) / VR 2007 
 6-fach Bestimmung 
 ohne BVM 
 Substrat:   3kg 
 Nährlösung:  2l 
 Versuchsbeginn:    19.06.2007 
 Dauer:    1. Ernte:   nach 2 Monaten  (3 Pflanzen) 
                     2. Ernte:   nach 4 Monaten  (3 Pflanzen) 
 
Tab. 7: Dotierte Schadstoffe: 
Verbindung Dotierung [µg/g] 
As als AsHNa2O4  * 7H2O 1,67 
Cd als CdCl2 0,33 
Pb als Pb(NO3)2 1,67 
Cr als K2CrO4 1,67 
Zn als ZnCl2 3,33 
Ni als NiSO4  *   6H2O 1,67 
 
Tab. 8: Elementkonzentrationen des Substrates (RFA) [µg/g] 
As Cd Pb Cr Zn Ni 
2,0 0,8 9,1 21 6,4 2,9 
 
 
Versuchsplan E – Tomatenpflanzen (Lycopersicon esculentum)/ VR 2007 
 6-fach Bestimmung 
 ohne BVM 
 Substrat:   3kg 
 Nährlösung:  2l 
 Versuchsbeginn:    19.06.2007 
 Dauer:    1. Ernte:   nach 2 Monaten  (3 Pflanzen) 















Tab. 9: Dotierte Schadstoffe [µg/g] 
Probe/Pflanze m-Kresol Simazin Lindan Anthracen Galaxolid 
T19 2,2 1  1 0,05 0,7 
T20 1 1 1 0,05 0,7 
T21 1 1 1 0,05 0,7 
T22 1 1 1 0,05 0,7 
T23 1 1 1 0,05 0,7 
T24 1 1 1 0,05 0,7 
 
 
Versuchsplan F  - Paprikapflanzen (Capsicum annum L.) / VR 2006 
 3-fach Bestimmung  
 mit und ohne BVM 
 Substrat:     3,5 kg 
 Nährlösung: 2l 
 Versuchsbeginn:  27.07.2006 
 Dauer:   eine Vegetationsperiode 
 
Tab. 10: Dotierte Schadstoffe:  
Verbindung Dotierung  
As als AsHNa2O4  * 7H2O 0,03 µg/g 
Cd als CdCl2 0,03 µg/g 
Pb als Pb(NO3)2 0,58 µg/g 
Cr als K2CrO4 0,11 µg/g 
Zn als ZnCl2 0,3 µg/g 
Ni als NiSO4  *   6H2O 0,06 µg/g 
m – Kresol 300 µg/kg 
Simazin 170 µg/kg 
Lindan 290 µg/kg 
Anthracen 170 µg/kg 
 
 
Tab. 11: Elementkonzentrationen des Substrates (RFA) [µg/g] 
As Cd Pb Cr Zn Ni 










Versuchsplan G  - Paprikapflanzen (Capsicum annum L.) / VR 2006 
 3-fach Bestimmung  
 mit und ohne BVM 
 Substrat:     3,5 kg 
 Nährlösung: 2l 
 Versuchsbeginn:  27.07.2006 
 Dauer:   eine Vegetationsperiode 
 
Tab. 12: Dotierte Schadstoffe:  
Verbindung Dotierung  
As als AsHNa2O4  * 7H2O 0,29 µg/g 
Cd als CdCl2 0,01 µg/g 
Pb als Pb(NO3)2 0,11 µg/g 
Cr als K2CrO4 0,57 µg/g 
Zn als ZnCl2 0,06 µg/g 
Ni als NiSO4  *   6H2O 0,29 µg/g 
m – Kresol 300 µg/kg 
Simazin 170 µg/kg 
Lindan 290 µg/kg 
Anthracen 170 µg/kg 
 
 
Tab. 13: Elementkonzentrationen des Substrates (RFA) [µg/g] 
As Cd Pb Cr Zn Ni 





















Versuchsplan:  in vivo – Messungen: 
 
Tab. 14: Dotierte Schadstoffe [µg/g]: 
Verbindung m-Kresol Simazin Lindan Anthracen Galaxolid 
Pflanze 1 (2007) 1 1 1 0,05 0,7 
Pflanze 2 (2007) 1 0 0 0 0 
Pflanze 3 (2007) 0 1 0 0 0 
Pflanze 4 (2007) 0 0 1 0 0 
Pflanze 5 (2007) 0 0 0 0,05 0 
Pflanze 6 (2006) 0,7 0,3 0,7 0,3 0 
 
 
Zusammensetzung der Pufferlösung (pH 7,2): 
Na2HPO4                      10,9 g 
NaH2PO4                                 3,2 g 
NaCl                              90 g 


























Anhang C                              Optimierung der SPME – Bedingungen 



























Kresol Simazin Lindan ANT
 

































































































Anhang E          
Kalibrationsgeraden der organischen Verbindungen in Wasser 














































































































































Kalibrationsgeraden der organischen Verbindungen in Fruchtmatrix 
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Simazin - Kalibration in Fruchtmatrix


























Lindan - Kalibration in Fruchtmatrix








































































































Anhang F:  Analytische Parameter, ICP-MS 
 




Eigene Messung [mg/kg] 
 
Wiederfindung   [%] 
 
As 11,5 + 1,8 12,7 + 0,3 110  
Cd 36,5 + 1,0 43,7 + 0,6 120  
Pb 353 + 10 287 + 5,8 81 
Cr 6010 + 90 6300 + 100 105 
Zn 2850 + 50 1650 + 21 58 
Ni 211 + 5 191 + 2 91 
 
 
Tab. 2: Wiederfindungsraten in Tomatenfrucht  
 Herstellerangaben Tomato 
Paste ERM – BC084a 
[mg/kg] 
Eigene Messung [mg/kg] Wiederfindung [%] 
Cd 0,112 + 0,007 0,09 + 0,01 80 




































T4 nein B 2 < NWG  
T6 nein B 3 < NWG  
T7 ja A 2 < NWG  
T9 ja A 3 < NWG  
T10 ja B 2 < NWG  
T12 ja B 4 < NWG  
1030 
T2 nein A 4 < NWG  
T3 nein A 4 < NWG  
T5 nein B 4 < NWG  
1560 T14 nein A 4 < NWG  
1520 
T20 nein E 2 15,2 24 
T21 nein E 2 17,5 6 
T22 nein E 2 8,5 30 
T24 nein E 4 < NWG  






T13 nein A / B 4 < NWG  
T15 nein A / B 4 < NWG  
T17 ja A / B 2 < NWG  
T18 ja A / B 2 < NWG  
T25 nein E 2 6,3 22 
T26 nein E 4 < NWG  
T27 nein E 2 6,5 18 








K1 nein A / B 4 < NWG  
K2 nein A / B 4 < NWG  
K3 nein A / B 4 < NWG  
K4 nein A / B 4 < NWG  
K5 ja A / B 4 < NWG  
K6 ja A / B 4 < NWG  
K7 ja A / B 4 < NWG  
































P1 nein  F 2 < NWG  
P2 nein F 4 < NWG  
P3 nein F 3 < NWG  
P4 nein G 3 < NWG  
P6 nein G 4 < NWG  
P7 ja F 3 < NWG  
P8 ja F 3 < NWG  
P9 ja F 2 < NWG  
P10 ja G 2 < NWG  
P11 ja G 2 < NWG  
P12 ja G 2 < NWG  




P13 nein F / G 4 < NWG  
P14 nein F / G 4 < NWG  
P16 ja F / G 3 < NWG  
P17 ja F / G 3 < NWG  





K1 nein F / G 4 < NWG  
K2 nein F / G 4 < NWG  
K3 nein F / G 4 < NWG  
K4 nein F / G 4 < NWG  
K5 ja F / G 4 < NWG  
K6 ja F / G 4 < NWG  
K7 ja F / G 4 < NWG  









































T4 nein B 2 1,4 22 
T6 nein B 3 0,3 17 
T7 ja A 2 1,6 17 
T9 ja A 3 0,6 5 
T10 ja B 2 2,0 6 
T12 ja B 4 2,9 12 
500 
T2 nein A 4 6,5 15 
T3 nein A 4 2,3 59 
T5 nein B 4 2,4 35 
750 T14 nein A 4 2,4 16 
1400 T21 nein E 2 27,5 14 
1500 
T19 nein E 2 21,5 10 
T20 nein E 2 30,8 37 
T23 nein E 2 < NWG  
T24 nein E 4 85,2 13 






T13 nein A / B 4 < NWG  
T15 nein A / B 4 < NWG  
T17 ja A / B 2 < NWG  
T18 ja A / B 2 < NWG  
T25 nein E 2 0,3 34 
T26 nein E 4 < NWG  
T27 nein E 2 0,4 57 








K1 nein A / B 4 13,5 13 
K2 nein A / B 4 20,1 30 
K3 nein A / B 4 14,7 27 
K4 nein A / B 4 34,4 4 
K5 ja A / B 4 2,9 40 
K6 ja A / B 4 1,3 25 
K7 ja A / B 4 0,1 89 





























P1 nein  F 2 3,8 19 
P2 nein F 4 17,3 15 
P3 nein F 3 1,2 65 
P4 nein G 3 0,9 20 
P6 nein G 4 1,7 50 
P7 ja F 3 0,7 37 
P8 ja F 3 2,0 9 
P9 ja F 2 1,6 18 
P10 ja G 2 1,5 54 
P11 ja G 2 1,4 11 
P12 ja G 2 2,1 7 




P13 nein F / G 4 < NWG  
P14 nein F / G 4 < NWG  
P16 ja F / G 3 < NWG  
P17 ja F / G 3 < NWG  






K1 nein F / G 4 13,5 13 
K2 nein F / G 4 20,1 30 
K3 nein F / G 4 14,7 27 
K4 nein F / G 4 34,4 4 
K5 ja F / G 4 2,9 40 
K6 ja F / G 4 1,3 25 
K7 ja F / G 4 0,1 89 








































T4 nein B 2 0,5 15 
T6 nein B 3 0,1 6 
T7 ja A 2 0,5 18 
T9 ja A 3 0,3 14 
T10 ja B 2 0,6 16 
T12 ja B 4 < nWG  
1000 
T2 nein A 4 1,3 14 
T3 nein A 4 0,5 48 
T5 nein B 4 1,5 33 
1500 
T14 nein A 4 1,7 18 
T20 nein E 2 14,2 12 
T21 nein E 2 30,4 6 
T22 nein E 2 56,5 3 
1600 
T19 nein E 2 61,8 14 
T23 nein E 2 < NWG  






T13 Nein A / B 4 < NWG  
T15 nein A / B 4 < NWG  
T17 ja A / B 2 < NWG  
T18 ja A / B 2 < NWG  
T25 nein E 2 1,1  
T26 nein E 4 < NWG  
T27 nein E 2 0,8  







K1 nein A / B 4 0,21 13 
K2 nein A / B 4 1,03 38 
K3 nein A / B 4 0,63 19 
K4 nein A / B 4 0,25 0,7 
K5 ja A / B 4 0,81 31 
K6 ja A / B 4 < NWG  
K7 ja A / B 4 < NWG  


































P1 nein  F 2 1,4 16 
P2 nein F 4 0,3 15 
P3 nein F 3 0,3 18 
P4 nein G 3 0,06 24 
P6 nein G 4 0,6 16 
P7 ja F 3 < NWG  
P8 ja F 3 0,1 14 
P9 ja F 2 0,5 22 
P10 ja G 2 0,4 30 
P11 ja G 2 0,5 11 
P12 ja G 2 0,5 32 




P13 nein F / G 4 < NWG  
P14 nein F / G 4 < NWG  
P16 ja F / G 3 < NWG  
P17 ja F / G 3 < NWG  





K1 nein F / G 4 0,21 13 
K2 nein F / G 4 1,03 38 
K3 nein F / G 4 0,63 19 
K4 nein F / G 4 0,25 0,7 
K5 ja F / G 4 0,81 31 
K6 ja F / G 4 < NWG  
K7 ja F / G 4 < NWG  








































T19 nein E 2 0,3 8 
T20 nein E 2 0,6 5 
T21 nein E 2 0,1 34 
T22 nein E 2 0,1 3 
T23 nein E 2 < NWG  
T24 nein E 4 < NWG  
250 
T4 nein B 2 < NWG  
T6 nein B 3 < NWG  
T7 ja A 2 < NWG  
T9 ja A 3 < NWG  
T10 ja B 2 < NWG  
T12 ja B 4 < NWG  
520 
T2 nein A 4 0,3 15 
T3 nein A 4 0,2 22 
T5 nein B 4 < NWG  






T13 nein A / B 4 < NWG  
T15 nein A / B 4 < NWG  
T17 ja A / B 2 < NWG  
T18 ja A / B 2 < NWG  
T25 nein E 2 < NWG  
T26 nein E 4 < NWG  
T27 nein E 2 < NWG  







K1 nein A / B 4 < NWG  
K2 nein A / B 4 < NWG  
K3 nein A / B 4 < NWG  
K4 nein A / B 4 < NWG  
K5 ja A / B 4 < NWG  
K6 ja A / B 4 < NWG  
K7 ja A / B 4 < NWG  


































P1 nein  F 2 < NWG  
P2 nein F 4 < NWG  
P3 nein F 3 < NWG  
P4 nein G 3 < NWG  
P6 nein G 4 < NWG  
P7 ja F 3 < NWG  
P8 ja F 3 < NWG  
P9 ja F 2 < NWG  
P10 ja G 2 < NWG  
P11 ja G 2 < NWG  
P12 ja G 2 < NWG  




P13 nein F / G 4 < NWG  
P14 nein F / G 4 < NWG  
P16 ja F / G 3 < NWG  
P17 ja F / G 3 < NWG  





K1 nein F / G 4 < NWG  
K2 nein F / G 4 < NWG  
K3 nein F / G 4 < NWG  
K4 nein F / G 4 < NWG  
K5 ja F / G 4 < NWG  
K6 ja F / G 4 < NWG  
K7 ja F / G 4 < NWG  








































T19 nein E 2 14,5 13 
T20 nein E 2 14,4 9 
T21 nein E 2 9,9 21 
T22 nein E 2 9,2 12 
T23 nein E 2 10,2 8 
T24 nein E 4 0,86 56 
Kontrollpflanzen 
0 
T25 nein E 2 0,2 18 
T26 nein E 4 < NWG  
T27 nein E 2 0,4 9 



































Anhang H             Bestimmung der Anorganika in den Nährlösungen nach der Ernte  
 
Tab. 1: Dotierte Schadstoffkonzentration in der Nährlösung der Tomatenpflanzen [µg/l]  
 Versuchsplan A Versuchsplan B Versuchsplan C Versuchsplan D 
As 70 630 5000 2500 
Cd 75 60 1000 500 
Pb 2140 370 5000 2500 
Cr 260 1270 5000 2500 
Zn 640 140 10000 5000 














As Cd Pb Cr Zn Ni 
T 2 A nein 4 44,0 0,57 0,40 0,50 650 18,4 
T 3 A nein 4 37,0 0,91 0,13 0,49 1040 22,1 
T 7 A ja 2 143 0,79 0,81 2,1 630 11,7 
T 9 A ja 3 112 0,96 0,40 0,68 1600 9,7 
T 4 B nein 2 350 1,49 < 0,08 83,0 1040 143 
T 5 B nein 4 75,0 1,04 0,09 2,09 930 81,0 
T 6 B nein 3 119 2,64 0,2 4,01 1380 69,0 
T 10 B ja 2 280 0,57 < 0,08 1,50 530 21,8 
T 12 B ja 4 184 1,49 0,15 2,70 1850 21,3 
T13 K nein 4 145 0,59 0,38 0,33 1810 20,3 
T14 K nein 4 101 0,49 0,2 0,34 1400 12,5 
T15 K nein 4 55 0,3 0,2 0,59 620 18,8 
T17 K ja 2 108 0,4 < 0,08 0,4 310 8,8 
T18 K ja 2 132 0,4 <0,08 0,4 640 7,1 
Kontrollen ohne Pflanzen        
K1 A nein 4 206 2,2 <0,08 2,1 910 47 
K2 A nein 4 211 5,8 0,09 2,7 1540 73 
K3 B nein 4 450 0,9 <0,08 159 890 137 
K4 B nein 4 450 1,54 0,49 53 900 159 
K5 A ja 4 82 0,7 0,28 1,3 470 12,5 
K6 A ja 4 144 0,6 0,17 1 760 8,6 
K7 B ja 4 256 0,5 <0,08 1,4 680 19,3 






















As Cd Pb Cr Zn Ni 
T29 C nein 2 1700 17 < 0,92 122 360 790 
T30 C nein 2 2500 33 < 0,92 300 360 1700 
T31 C nein 2 3800 105 < 0,92 750 620 2200 
T32 C nein 4 330 3 0,47 19 480 125 
T33 C nein 4 480 7,6 <0,34 19 340 280 
T34 C nein 4 2500 150 <3,4 62 1700 530 
T35 D nein 2 530 4,8 < 0,92 15 260 370 
T36 D nein 2 1220 <1 <0,92 25 19 560 
T37 D nein 2 1500 2,6 <0,92 41 67 560 
T38 D nein 4 240 2 < 3,4 5,7 570 37 
T39 D nein 4 320 6,5 < 3,4 23 740 70 
T40 D nein 4 310 5,3 < 3,4 7,3 1310 84 
T41 K nein 2 111 <1 < 0,92 <0,7 580 15 
T42 K nein 2 76 <1 < 0,92 <0,7 770 40 





































Tab. 4: Dotierte Schadstoffkonzentration in der Nährlösung der Paprikapflanzen [µg/l]  
 Versuchsplan F Versuchsplan G 
As 50 500 
Cd 50 25 
Pb 1010 200 
Cr 200 1000 
 Zn 520 110 














As Cd Pb Cr Zn Ni 
P1 F nein  2 224 4,3 0,25 10 1680 65 
P2 F nein 4 250 4,7 4,1 3,8 2380 56 
P3 F nein  3 280 2,5 0,14 2,8 1850 66 
P4 G nein  3 254 2,9 0,18 10,7 1350 86 
P5 G nein  4 320 2,1 0,19 3,7 980 145 
P6 G nein  4 320 4,9 <0,08 211 720 109 
P7 F ja 3 170 4,3 0,14 2,1 2030 15,2 
P8 F ja 3 212 0,62 0,16 1,33 670 15,1 
P9 F ja 2 122 1,71 <0,08 4,8 460 19,6 
P10 G ja 2 370 1,63 <0,08 17,4 550 48 
P11 G ja 2 257 1,52 <0,08 12,1 510 32 
P12 G ja 2 205 0,2 0,14 8,7 540 44 
P13 K nein  4 143 0,5 0,1 0,4 1250 20,8 
P14 K nein  4 85 0,33 <0,08 0,3 770 10,3 
P16 K ja 3 186 0,55 <0,08 0,36 1460 9,2 
P17 K ja 3 121 0,64 0,1 0,37 1410 6,9 






Anhang I             Bestimmung der organischen Verbindungen im Substrat nach der 
                             Ernte  
 
Tab.1: m-Kresol – Konzentrationen in den Substraten der Tomatenpflanzen  [µg/kg]   
Dotierung des 
Substrates 













T4 nein B 2 2 
T6 nein B 3 10 
T7 ja A 2 49 
T9 ja A 3 36 
T10 ja B 2 39 
T12 ja B 4 25 
590 
T2 nein A 4 < NWG 
T3 nein A 4 11 
T5 nein B 4 < NWG 
890 T14 nein A 4 9 
1010 
T20 nein E 2 < NWG 
T21 nein E 2 < NWG 
T22 nein E 2 < NWG 
T23 nein E 2 < NWG 
T24 nein E 4 < NWG 






T13 nein A / B 4 10 
T15 nein A / B 4 13 
T17 ja A / B 2 34 
T18 ja A / B 2 89 
T25 nein E 2 < NWG 
T26 nein E 4 < NWG 
T27 nein E 2 < NWG 








K1 nein A / B 4 10 
K2 nein A / B 4 12 
K3 nein A / B 4 12 
K4 nein A / B 4 5 
K5 ja A / B 4 20 
K6 ja A / B 4 113 
K7 ja A / B 4 57 















Tab. 2:  m-Kresol – Konzentrationen in den Substraten der Paprikapflanzen  [µg/kg] 
Dotierung des 
Substrates 













P1 nein  F 2 6 
P2 nein F 4 1,6 
P3 nein F 3 < NWG 
P4 nein G 3 4 
P6 nein G 4 3 
P7 ja F 3 26,1 
P8 ja F 3 25,3 
P9 ja F 2 32 
P10 ja G 2 12 
P11 ja G 2 28 
P12 ja G 2 11 
590 P5 nein G 4 < NWG 
Kontrollpflanzen 
0 
P13 nein F / G 4 14 
P14 nein F / G 4 4 
P16 ja F / G 3 39,4 
P17 ja F / G 3 65,1 





K1 nein F / G 4 10 
K2 nein F / G 4 12 
K3 nein F / G 4 12 
K4 nein F / G 4 5 
K5 ja F / G 4 20 
K6 ja F / G 4 113 
K7 ja F / G 4 57 

























Tab. 3: Simazin – Konzentrationen in den Substraten der Tomatenpflanzen  [µg/kg]   
Dotierung des 
Substrates 












T4 nein B 2 52 
T6 nein B 3 9 
T7 ja A 2 118 
T9 ja A 3 23 
T10 ja B 2 81 
T12 ja B 4 19 
290 
T2 nein A 4 68 
T3 nein A 4 58 
T5 nein B 4 20,7 
430 T14 nein A 4 87 
930 T21 nein E 2 80 
1000 
T19 nein  E 2 90 
T20 nein E 2 160 
T23 nein E 2 190 
T24 nein E 4 102 






T13 nein A / B 4 1 
T15 nein A / B 4 1 
T17 ja A / B 2 10 
T18 ja A / B 2 15 
T25 nein E 2 < NWG 
T26 nein E 4 < NWG 
T27 nein E 2 < NWG 








K1 nein A / B 4 25 
K2 nein A / B 4 101 
K3 nein A / B 4 52 
K4 nein A / B 4 62 
K5 ja A / B 4 6 
K6 ja A / B 4 88 
K7 ja A / B 4 3 


















Tab. 4: Simazin – Konzentrationen in den Substraten der Paprikapflanzen  [µg/kg] 
Dotierung des 
Substrates 













P1 nein  F 2 158 
P2 nein F 4 41,1 
P3 nein F 3 57,4 
P4 nein G 3 50 
P6 nein G 4 74 
P7 ja F 3 79,4 
P8 ja F 3 65,1 
P9 ja F 2 186 
P10 ja G 2 93,1 
P11 ja G 2 152 
P12 ja G 2 104 
290 P5 nein G 4 106 
Kontrollpflanzen 
0 
P13 nein F / G 4 1 
P14 nein F / G 4 10 
P16 ja F / G 3 6,6 
P17 ja F / G 3 1,2 





K1 nein F / G 4 25 
K2 nein F / G 4 101 
K3 nein F / G 4 52 
K4 nein F / G 4 62 
K5 ja F / G 4 6 
K6 ja F / G 4 88 
K7 ja F / G 4 3 























Tab. 5: Lindan – Konzentrationen in den Substraten der Tomatenpflanzen  [µg/kg]   
Dotierung des 
Substrates 












T4 nein B 2 4 
T6 nein B 3 2 
T7 ja A 2 119 
T9 ja A 3 43 
T10 ja B 2 72 
T12 ja B 4 56 
570 
T2 nein A 4 7,6 
T3 nein A 4 9 
T5 nein B 4 7,5 
860 T14 nein A 4 7 
1000 
T20 nein E 2 230 
T21 nein E 2 4900 
T22 nein E 2 310 
1070 
T19 nein E 2 310 
T23 nein E 2 400 





T13 nein A / B 4 4 
T15 nein A / B 4 6 
T17 ja A / B 2 < NWG 
T18 ja A / B 2 < NWG 
T25 nein E 2 530 
T26 nein E 4 < NWG 
T27 nein E 2 260 







K1 nein A / B 4 4 
K2 nein A / B 4 2 
K3 nein A / B 4 5 
K4 nein A / B 4 6 
K5 ja A / B 4 4 
K6 ja A / B 4 98 
K7 ja A / B 4 6 


















Tab. 6: Lindan – Konzentrationen in den Substraten der Paprikapflanzen  [µg/kg] 
Dotierung des 
Substrates 












P1 nein  F 2 45,1 
P2 nein F 4 4,6 
P3 nein F 3 12,3 
P4 nein G 3 5 
P6 nein G 4 2 
P7 ja F 3 41,1 
P8 ja F 3 95,4 
P9 ja F 2 185 
P10 ja G 2 143 
P11 ja G 2 186 
P12 ja G 2 49,1 
570 P5 nein G 4 29 
Kontrollpflanzen 
0 
P13 nein F / G 4 2 
P14 nein F / G 4 4 
P16 ja F / G 3 4,2 
P17 ja F / G 3 10,8 





K1 nein F / G 4 4 
K2 nein F / G 4 2 
K3 nein F / G 4 5 
K4 nein F / G 4 6 
K5 ja F / G 4 4 
K6 ja F / G 4 98 
K7 ja F / G 4 6 
























Tab. 7: Anthracen – Konzentrationen in den Substraten der Tomatenpflanzen  [µg/kg]   
Dotierung des 
Substrates 












T19 nein E 2 < NWG 
T20 nein E 2 < NWG 
T21 nein E 2 < NWG 
T22 nein E 2 < NWG 
T23 nein E 2 < NWG 
T24 nein E 4 < NWG 
140 
T4 Nein B 2 4 
T6 nein B 3 3 
T7 ja A 2 202 
T9 ja A 3 96 
T10 ja B 2 122 
T12 ja B 4 125 
290 
T2 nein A 4 5,7 
T3 nein A 4 6 
T5 nein B 4 8,7 





T13 nein A / B 4 1 
T15 nein A / B 4 1 
T17 ja A / B 2 31 
T18 ja A / B 2 42 
T25 nein E 2 < NWG 
T26 nein E 4 < NWG 
T27 nein E 2 < NWG 






K1 nein A / B 4 5 
K2 nein A / B 4 10 
K3 nein A / B 4 7 
K4 nein A / B 4 9 
K5 ja A / B 4 38 
K6 ja A / B 4 294 
K7 ja A / B 4 25 


















Tab. 8:  Anthracen – Konzentrationen in den Substraten der Paprikapflanzen  [µg/kg] 
Dotierung des 
Substrates 












P1 nein  F 2 32 
P2 nein F 4 9,5 
P3 nein F 3 4,5 
P4 nein G 3 8 
P6 nein G 4 5 
P7 ja F 3 61,7 
P8 ja F 3 186 
P9 ja F 2 257 
P10 ja G 2 216 
P11 ja G 2 289 
P12 ja G 2 101 
290 P5 nein G 4 18 
Kontrollpflanzen 
0 
P13 nein F / G 4 1 
P14 nein F / G 4 1 
P16 ja F / G 3 23 
P17 ja F / G 3 32,6 





K1 nein F / G 4 5 
K2 nein F / G 4 10 
K3 nein F / G 4 7 
K4 nein F / G 4 9 
K5 ja F / G 4 38 
K6 ja F / G 4 294 
K7 ja F / G 4 25 
























Tab. 9: Galaxolidkonzentrationen in den Substraten der Tomatenpflanzen  [µg/kg]   
Dotierung des 
Substrates 












T19 nein E 2 7 
T20 nein E 2 8 
T21 nein E 2 5 
T22 nein E 2 12 
T23 nein E 2 13 




T25 nein E 2 10 
T26 nein E 4 < NWG 
T27 nein E 2 8 






































Anhang J             Bestimmung der Anorganika in den Substraten nach der Ernte  
 
Tab. 1: Dotierte Schadstoffkonzentration im Substrat der Tomatenpflanzen [mg/kg]  
 Versuchsplan A Versuchsplan B Versuchsplan C Versuchsplan D 
As 0,04 0,4 3,3 1,7 
Cd 0,04 0,03 0,7 0,3 
Pb 1,2 0,2 3,3 1,7 
Cr 0,2 0,7 3,3 1,7 
Zn 0,4 0,08 6,7 3,3 





Tab. 2: Dotierte Schadstoffkonzentration im Substrat der Paprikapflanzen [mg/kg]  
 Versuchsplan F Versuchsplan G 
As 0,03 0,3 
Cd 0,03 0,01 
Pb 0,6 0,1 
Cr 0,1 0,6 
Zn 0,3 0,06 





Tab. 3: Elementkonzentrationen des Substrates (RFA) [mg/kg] 
As Cd Pb Cr Zn Ni 




































As Cd Pb Cr Zn Ni 
T29 C / 2 nein 4,2 0,32 1,9 6,4 8,9 3,6 
T30 C / 2 nein 3,7 0,47 1,8 8,2 4,8 4 
T31 C / 2 nein 3,6 0,4 2,1 4,2 16 3,3 
T32 C / 4 nein 5,7 0,24 1,6 3,3 3 5,6 
T33 C / 4 nein 5,2 0,31 1,6 4 3,5 4,9 
T34 C / 4 nein 5,5 0,36 1,6 4,2 4,5 4,6 
T35 D / 2 nein 3,1 0,15 4 3 3,6 2,5 
T36 D / 2 nein 3,1 0,31 2,1 3,6 5,4 2,6 
T37 D / 2 nein 3 0,18 2,2 4 22 2,4 
T38 D / 4 nein 2,4 0,23 1,7 2,7 8,3 2,8 
T39 D / 4 nein 2,2 0,14 1,28 2,2 2,6 2,1 
T40 D / 4 nein 2,3 0,09 1,6 2,9 2,1 1,7 
T41 K / 2 nein 1,9 <0,03 1,6 1,7 1,9 1,16 
T42 K / 2 nein 1,8 <0,03 1,6 1,5 1,6 1,17 
T43 K / 4 nein 1,6 <0,03 1,6 1,5 1,9 1,18 






































Anhang K        Konzentrationen der organischen Schadstoffe in den Pflanzen  
 





















T4 nein B 2 --- < NWG 
T6 nein B 3 --- < NWG 
T7 ja A 2 --- --- 
T9 ja A 3 --- < NWG 
T10 ja B 2 --- --- 
T12 ja B 4 --- < NWG 
590 
T2 nein A 4 < NWG < NWG 
T3 nein A 4 < NWG < NWG 
T5 nein B 4 < NWG < NWG 
890 T14 nein A 4 < NWG < NWG 
1010 
T20 nein E 2 < NWG* < NWG 
T21 nein E 2 < NWG* < NWG 
T22 nein E 2 < NWG* < NWG 
T23 nein E 2 < NWG* < NWG 
T24 nein E 4 < NWG < NWG 






T13 nein A / B 4 < NWG < NWG 
T15 nein A / B 4 < NWG < NWG 
T17 ja A / B 2 --- --- 
T18 ja A / B 2 --- --- 
T25 nein E 2 < NWG < NWG 
T26 nein E 4 < NWG < NWG 
T27 nein E 2 < NWG < NWG 
T28 nein E 4 < NWG < NWG 
 
---      keine Analyse möglich (zu wenig Biomasse verfügbar) 









































T4 nein B 2 --- 0,66 
T6 nein B 3 --- < NWG 
T7 ja A 2 --- --- 
T9 ja A 3 --- 0,8 
T10 ja B 2 --- --- 
T12 ja B 4 --- < NWG 
290 
T2 nein A 4 0,28 0,11 
T3 nein A 4 0,23 < NWG 
T5 nein B 4 < NWG < NWG 
430 T14 nein A 4 0,42 < NWG 
930 T21 nein E 2 < NWG* < NWG 
1000 
T19 nein E 2 < NWG* < NWG 
T20 nein E 2 < NWG* < NWG 
T23 nein E 2 < NWG* < NWG 
T24 nein E 4 < NWG < NWG 






T13 nein A / B 4 < NWG < NWG 
T15 nein A / B 4 < NWG < NWG 
T17 ja A / B 2 --- --- 
T18 ja A / B 2 --- --- 
T25 nein E 2 < NWG < NWG 
T26 nein E 4 < NWG < NWG 
T27 nein E 2 < NWG < NWG 
T28 nein E 4 < NWG < NWG 
 
---      keine Analyse möglich (zu wenig Biomasse verfügbar) 











































T4 nein B 2 --- 5,53 
T6 nein B 3 --- 7,2 
T7 ja A 2 --- --- 
T9 ja A 3 --- 1,5 
T10 ja B 2 --- --- 
T12 ja B 4 --- < NWG 
570 
T2 nein A 4 0,28 0,11 
T3 nein A 4 2,6 1,3 
T5 nein B 4 28,2 13,7 
860 T14 nein A 4 32 15 
1000 
T20 nein E 2 0,18* 0,8 
T21 nein E 2 0,18* 0,6 
T22 nein E 2 0,18* 0,5 
1070 
T19 nein E 2 0,18* 0,9 
T23 nein E 2 0,18* 0,6 






T13 nein A / B 4 < NWG < NWG 
T15 nein A / B 4 < NWG < NWG 
T17 ja A / B 2 --- --- 
T18 ja A / B 2 --- --- 
T25 nein E 2 < NWG < NWG 
T26 nein E 4 < NWG < NWG 
T27 nein E 2 < NWG < NWG 
T28 nein E 4 < NWG < NWG 
 
---      keine Analyse möglich (zu wenig Biomasse verfügbar) 









































T20 nein E 2 < NWG* < NWG 
T21 nein E 2 < NWG* < NWG 
T22 nein E 2 < NWG* < NWG 
T23 nein E 2 < NWG* < NWG 
T24 nein E 4 < NWG < NWG 
T19 nein E 2 < NWG* < NWG 
 
140 
T4 nein B 2 --- < NWG 
T6 nein B 3 --- < NWG 
T7 ja A 2 --- --- 
T9 ja A 3 --- < NWG 
T10 ja B 2 --- --- 
T12 ja B 4 --- < NWG 
290 
T2 nein A 4 6,8 < NWG 
T3 nein A 4 0,95 < NWG 
T5 nein B 4 0,89 < NWG 






T13 nein A / B 4 < NWG < NWG 
T15 nein A / B 4 < NWG < NWG 
T17 ja A / B 2 --- --- 
T18 ja A / B 2 --- --- 
T25 nein E 2 < NWG < NWG 
T26 nein E 4 < NWG < NWG 
T27 nein E 2 < NWG < NWG 
T28 nein E 4 < NWG < NWG 
 
---      keine Analyse möglich (zu wenig Biomasse verfügbar) 











































T19 nein E 2 0,01* 0,02 
T20 nein E 2 0,01* 0,06 
T21 nein E 2 0,01* 0,02 
T22 nein E 2 0,01* 0,04 
T23 nein E 2 0,01* 0,03 




T25 nein E 2 < NWG < NWG 
T26 nein E 4 0,005 < NWG 
T27 nein E 2 < NWG < NWG 
T28 nein E 4 < NWG 0,008 
 

























Anhang L     Elementkonzentrationen in den Pflanzen 
 
 













A / 4 nein 1,1 0,7 1,03 0,76 14 1,5 
 




  1,6 0,73 3,2 0,68 13 1,3 
 
 RSD [%]   8 8 5 4 0 11 3 
 Wurzel   29,5 3,1 22,5 9,2 28,5 11,5  




A / 4 nein 1,5 0,98 <0,8 0,38 17,5 1,65 
 




  2,5 0,88 1,23 0,72 17 2,1 
 
 RSD [%]   6 5 3 0 17 17 2 
 Wurzel   14,3 1,4 17,7 13,4 17,7 11,2  
 RSD [%]   4 6 7 5 3 3 3 
T 7 oberirdisch A / 2 ja 3,9 0,22 1,1 6,83 17,3 3,03  
 RSD [%]   8 9 6 6 3 4 3 
 Wurzel   16 0,4 6 7,2 21 5 1 
T 9 oberirdisch A / 3 ja 2,9 0,13 0,79 1,9 8,3 1,36  
 RSD [%]   2 3 29 6 2 6 3 
 Wurzel   9,7 0,47 5,8 16 17,5 9,1  
 RSD [%]   1 8 7 0 4 1 2 
T 4 oberirdisch B / 2 nein 13,7 0,47 <0,7 12,3 15,5 7,9  
 RSD [%]   4 9  2 14 2 2 
 Wurzel   25 2 4,65 150 35,5 38,5  




B / 4 nein 1,03 0,24 0,15 0,51 6,47 1,77 
 




  2 0,24 0,28 1,15 5,37 2,33 
 
 RSD [%]   0 4 7 7 1 3 3 
 Wurzel   40 0,9 4,23 25 17,3 19  
 RSD [%]   7 4 1 4 7 5 3 
T 6  oberirdisch B / 3 nein 10,2 0,3 0,54 15 11,5 6,7  
 RSD [%]   3 10 22 0 1 1 3 
 Wurzel   22 1,1 4,3 101 26,5 22  































   Cr 
 
   Zn 
 
   Ni 
 
    n 
 RSD [%]   4 6 2 2 0 7 3 
T 12 oberirdisch B / 4 ja 7,3 0,11 0,59 1,93 9,15 1,38  
 RSD [%]   2 0 2 11 1 7 2 
 Wurzel   8,1 0,24 2,56 15,4 16 12,5  
 RSD [%]   2 4 8 3 4 2 2 
T13 Oberirdisch K / 4 nein 3,4 0,04 0,46 1,61 5,45 1,51  
 RSD [%]   0 2 2 4 4 3 2 
 Wurzel   8,9 0,1 2,17 17,7 25,4 14,2 1 
T14 oberirdisch K / 4 nein 2,8 0,04 0,57 1,3 7 1,3  
 RSD [%]   11 28 19 22 20 32 2 
 Wurzel   19 0,11 2,45 10,5 18,5 10,5  
 RSD [%]   8 9 3 7 4 7 2 
T15 oberirdisch K / 4 nein 4,25 0,05 0,5 0,66 9,5 1,15  
 RSD [%]   12 20 2 9 8 6 2 
 Wurzel   46 0,17 3,1 10,5 29 8  
 RSD [%]   6 6 7 7 10 0 2 
T17 oberirdisch K / 2 ja 2,36 0,05 0,63 3,83 12,9 2,1  
 RSD [%]   40 40 40 42 36 37 2 
 Wurzel   11,9 
<0,1
4 




K / 2 ja 5,9 0,06 1,4 7,8 10,5 4,2 
 
 RSD [%]   4 2 4 9 2 4 3 
T 29 oberirdisch C / 2 nein 13 1,2 0,14 7,1 10 14  
 RSD [%]   32 12 43 18 14 20 2 
 Wurzel   106 18,3 6 503 90 233  
 RSD [%]   52 10 4 8 16 5 2 
T30 oberirdisch C / 2 nein 4,1 0,6 0,2 4,1 10,5 7  
 RSD [%]   0 2 11 10 7 0 2 
 Wurzel   43,8 18 4 505 69 209  
 RSD [%]   38 32 22 35 24 19 2 
T31 oberirdisch C / 2 nein 19 0,8 0,2 9,5 9 15,5  
 RSD [%]   0 0 0 8 0 5 2 
 Wurzel   290 37,5 11,5 1050 155 470 1 
T 32 oberirdisch C / 4 nein 4,2 1,6 0,17 3,4 9,5 8,5  
 RSD [%]   5 5 0 4 8 8 2 
 Wurzel   108 13,5 3,7 115 46 97,5  
 RSD [%]   10 5 4 6 0 4 2 
T 33 oberirdisch C / 4 nein 4,9 0,7 0,16 4,4 10,5 6,8  
 RSD [%]   1 0 19 13 20 4 2 
 Wurzel   150 7,5 2,2 74 31 85 1 
T 34 oberirdisch C / 4 nein 3,5 1 0,35 3,8 8 8  
 RSD [%]   2 10 31 10 0 0 3 
 Wurzel   263 25,5 4,6 255 133 240  




















As Cd Pb Cr Zn Ni n 
T 35 
oberirdisch, 
> 50 cm 
D / 2 nein 2 0,8 0,14 1,5 12,5 5,7 
 
           




  3,6 1,7 0,15 2,6 11 7,4 
 
 RSD [%]   4 8 0 22 13 13 2 
 Wurzel   218 19,5 2,3 85 57,3 128  
 RSD [%]   2 4 5 8 6 3 2 
T 36 
oberirdisch, 
> 50 cm 
D / 2 nein 1,65 0,67 0,1 2,6 10 4,2  




  6,75 1,7 0,16 2,85 8 8  
 RSD [%]   5 0 4 3 0 0 2 
 Wurzel    53,8 16,3 3,6 148 56,8 115  
 RSD [%]   3 2 34 2 1 0 2 
T 37 
oberirdisch, 
> 50 cm 
D / 2 nein 1,45 0,37 0,12 2,7 11,5 4,65  
 RSD [%]   15 3 25 16 6 11 2 
 
oberirdisch, 
0 – 50 cm 
  8 1,1 0,19 2,65 7,5 7  
 RSD [%]   0 7 5 8 10 0 2 
 Wurzel   40 31 4,75 208 52,5 155  
 RSD [%]   0 5 2 5 4 5 2 
T 38 oberirdisch D / 4 nein 1,57 0,67 0,62 1 9,3 2,4  
 RSD [%]   4 2 26 12 6 4 3 
 Wurzel    63,5 3,95 8,5 39,5 28 39,5  
 RSD [%]   8 5 8 5 5 5  
T 39 oberirdisch D / 4  3,8 1,43 0,25 1,1 13,7 7,3  
 RSD [%]   4 4 12 14 8 8 3 
 Wurzel   110 5,3 3,3 26 61 65 1 
T 40 oberirdisch D / 4 nein 2,15 0,9 0,08 0,58 13 5,1  
 RSD [%]   3 0 9 22 0 1 2 
 Wurzel   140 10,3 3,63 49,8 44 95  
 RSD [%]   0 3 3 11 0 0 2 
T 41 
oberirdisch, 
> 50 cm 
K / 2 nein 1 0,04 0,08 0,54 4,7 0,66  




  1,3 0,07 0,21 1,1 5,7 1,35  
 RSD [%]   6 0 3 0 4 5 2 
 Wurzel   10 0,33 1,95 17 12 15,5  















As Cd Pb Cr Zn Ni n 
T 42 
oberirdisch, 
> 50 cm 
K / 2 nein 0,56 0,04 0,43 0,2 7 0,5  
           




  1,15 0,05 0,25 0,49 6,4 0,9  
 RSD [%]   6 12 20 0 2 0 2 
 Wurzel   14,5 0,36 1,85 22,5 15,5 15,5  
 RSD [%]   5 2 4 3 5 5 2 
T 43 oberirdisch  K / 4 nein 1,05 0,04 0,14 0,51 4,05 0,85  
 RSD [%]   7 12 0 12 12 8 2 
 Wurzel   23 0,09 1,6 10,5 14 9  
 RSD [%]   18 0 18 7 0 16 2 
T44 oberirdisch K / 4 nein 0,8 0,07 0,33 0,75 9,5 0,9  
 RSD [%]   0 0 0 0 8 0 2 
T 44 Wurzel   4,3 0,13 1 6,6 27,5 9,5  


































Tab. 2: Elementkonzentrationen in den Paprikapflanzen  [mg/kg] 
P10 Oberirisch G / 2 ja 0,25 0,36 0,2 2,29 12 1,9  
 RSD [%]   0 6 65 38 48 38 3 
 Wurzel   7,8 1,6 0,99 19 15 20 1 
P11 Oberirdisch G / 2 ja 5,2 0,14 0,32 2,9 10,7 2,7  
 RSD [%]   7 7 6 15 8 6 3 




G / 2 ja 6,9 0,54 0,73 5,6 16 6,6 
 
 RSD [%]   20 20 33 38 27 13 2 
P13 Oberirdisch K / 4 nein 3,4 0,05 0,21 0,87 7,95 1,2  
 RSD [%]   4 4 2 9 1 5 2 
 Wurzel   90 0,53 1,97 6,2 35 11,1 1 
P14 oberirdisch K / 4 nein 6,6 0,32 0,59 2,53 17 3,1  
 RSD [%]   25 0 20 38 35 18 3 
 Wurzel   15,5 0,7 1,4 7,5 63,5 12,5  









As Cd Pb Cr Zn Ni n 
P1 Oberirdisch F / 2 nein 7,6 1,7 0,71 2,7 12,7 3,2  
 RSD [%]   3 0 10 2 1 0 3 
 Wurzel   5,6 5,4 10 76 48 40 1 
P2 Oberirdisch F / 4 nein 5,5 0,51 0,98 5,1 10,5 3,5 1 
 Wurzel   21 9 6,8 31 84 16 1 
P3 Oberirdisch F / 3 nein 6,1 1,5 0,57 5,7 18,3 5,4  
 RSD [%]   6 0 2 2 3 3 3 
 Wurzel   6,3 3,5 2,6 16 49 18 1 
P4 Oberirdisch G / 3 nein 4,7 0,93 0,38 13,3 10,4 6,6  
 RSD [%]   0 1 21 8 0 5 2 
 Wurzel   20 8,3 1,2 250 33 45 1 
P5 Oberirdisch G / 4 nein 5,35 1,98 0,31 3,95 13,5 7,35  
 RSD [%]   1 2 7 2 1 1 2 
 Wurzel   9,25 13,8 3,1 58,5 26,5 27,4  
 RSD [%]   0,2 5 14 4 8 3 2 
P6 Oberirdisch G / 4 nein 4,33 0,43 0,54 12 10,7 5,43  
 RSD [%]   7 5 7 5 6 5 3 
 Wurzel   15 3,9 1,6 260 13 40 1 
P7 Oberirdisch F / 3 ja 4,43 0,2 1,31 6,2 12,5 3,6  
 RSD [%]   1 4 8 1 3 3 3 
 Wurzel   6 0,77 1,9 10,8 21 8,6 1 
P8 Oberirdisch F / 3 ja 5,9 0,09 0,81 1,8 16,3 2,23  
 RSD [%]   35 22 31 39 9 17 3 
 Wurzel   4,5 1,1 4,5 11,7 37 11,1 1 
P9 Oberirdisch F / 2 ja 3,75 0,16 0,76 3,65 11,2 2,35  
 RSD [%]   2 19 1 6 5 9 2 



















K / 3 ja 4,3 0,06 0,36 1,8 11,7 1,6 
 




K / 3 ja 0,45 0,68 0,11 0,48 14 7,5 
 
 RSD [%]   13 6 9 29 10 10 2 
P18 Oberirdisch K / 2 ja 2,8 0,06 0,35 2,4 7,2 1,4  
 RSD [%]   5 15 11 0 3 0 2 








Anhang M    Trockenmasseerträge 
 













T2 nein A 5,3 55,7 61 
T3 nein A 36,4 46,9 83,3 
T4 nein B 0,6 4,6 5,2 
T5 nein B 9,7 58,5 68,2 
T6 nein B 0,6 6,8 7,4 
T7 ja A 0,4 1,24 1,64 
T9 ja A 0,6 6,5 7,1 
T10 ja B 0,1 3 3,11 
T12 ja B 0,8 7,1 7,9 
T13 nein  K (A / B)  2,1 20,7 22,8 
T14 nein K (A) 10,7 31,8 42,5 
T15 nein K (A / B) 6,9 38,9 45,8 
T17 ja K (A / B) 0,2 1,2 1,4 
T18 ja K (A / B) * * 1,2 
T19 nein E 0,3 6,4 6,7 
T20 nein E 0,3 6,6 6,9 
T21 nein E 0,4 9,1 9,5 
T22 nein E 0,1 4,4 4,5 
T23 nein E 0,3 4 4,3 
T24 nein E 27 61 88 
T25 nein E 43 19,4 62,4 
T26 nein E 10,7 37,4 48,1 
T27 nein E 22,5 54 76,5 
T28 nein E 5,96 28,2 34,2 
T29 nein C 0,5 16 16,5 
T30 nein C 1,1 21,1 22,2 
T31 nein C 0,3 12,9 13,2 
T32 nein C 34,4 42,7 77,1 
T33 nein C 14,5 43,7 58,2 
T34 nein C 1,5 38,8 40,3 
T35 nein D 3,4 33,1 36,5 
T36 nein D 0,6 23,1 23,7 
T37 nein D 0,7 15,8 16,5 
T38 nein D 12,6 41,1 53,7 
T39 nein D 0,6 46,8 47,4 
T40 nein D 9,2 49,4 58,6 
T41 nein K (C/D) 43 19,4 62,4 
T42 nein K (C/D) 22,5 54 76,5 
T43 nein K (C/D) 10,7 37,4 48,1 






















P1 nein F 0,3 1,4 1,7 
P2 nein F 0,2 2,4 2,6 
P3 nein  F 0,4 1,2 1,6 
P4 nein G 0,3 0,9 2,2 
P5 nein  G 1,2 7,4 8,6 
P6 nein G 0,4 1,3 1,7 
P7 ja F 0,4 1,8 2,2 
P8 ja F 0,2 2 2,2 
P9 ja F 0,3 1 1,3 
P10 ja G 0,4 2,1 2,5 
P11 ja G 0,4 1,7 2,1 
P12 ja G * * 0,56 
P13 nein K 0,6 10,7 11,3 
P14 nein K 2,9 14,6 17,5 
P16 ja K 0,14 1,5 1,6 
P17 ja K 0,18 1,7 1,9 
P18 ja K 0,35 0,99 1,3 
 




























Anhang N      Wurzelkonzentrationsfaktoren (RCF) der Tomatenpflanzen 
Tab. 1: Elemente 
 
Pflanze As Cd Pb Cr Zn Ni 
Versuchsplan A       
T2 14,5 3,7 2,2 0,4 4,2 3,9 
T3 7 1,7 1,7 0,6 2,6 3,8 
T7 (mit BVM) 7,8 0,4 0,6 0,3 3,1 1,7 
T9 (mit BVM) 4,8 0,6 0,6 0,8 2,6 3,1 
       
Versuchsplan B       
T4 10,4 2,4 0,5 7,1 5,5 12 
T5 16,7 1,1 0,5 1,2 2,7 5,8 
T6 9,2 1,3 0,5 4,7 4,1 6,7 
T12 (mit BVM) 3,4 0,3 0,3 0,7 2,5 3,8 
       
Kontrollpflanzen       
T13 4,5 0,1 0,2 0,8 4 4,9 
T14 9,5 0,1 0,3 0,5 2,9 3,6 
T15 23 0,2 0,3 0,5 4,5 2,8 
T17 (mit BVM) 6 0 0 0,1 4,7 0,8 
       
Versuchsplan C       
T29 20 12 0,5 21 6,9 38 
T30 8,3 12 0,3 21 5,3 34 
T31 55 25 0,9 43 12 76 
T32 20 9 0,3 4,7 3,5 16 
T33 28 5 0,2 3 2,4 14 
T34 50 17 0,4 11 10 39 
       
Versuchsplan D       
T35 59 18 0,2 3,7 5,9 28 
T36 15 15 0,3 6,5 5,9 25 
T37 11 28 0,4 9,2 5,4 34 
T38 17 3,6 0,8 1,7 2,9 8,6 
T39 30 4,8 0,3 1,1 6,3 14 
T40 38 9,4 0,3 2,2 4,5 21 
       
Kontrollpflanzen       
T41 5 0,4 0,2 0,8 1,9 5,3 
T42 7,3 0,5 0,2 1,1 2,4 5,3 
T43 12 0,1 0,2 0,5 2,2 3,1 














Versuchsplan F       
P1  2,8 6,5 1 3,6 7,2 14 
P2 10 11 0,7 1,5 13 5,4 
P3 3,1 4,2 0,3 0,8 7,3 6,1 
P7 (mit BVM) 3 0,9 0,2 0,5 3,1 2,9 
Pflanze As Cd Pb Cr Zn Ni 
P8 (mit BVM) 2,2 1,3 0,5 0,6 5,5 3,8 
P9 (mit BVM) 4,3 1,3 0,3 0,5 4,3 4,1 
       
Versuchsplan G       
P4 8,7 10 0,1 12 5,1 14 
P5 4 17 0,3 2,7 4,1 8,6 
P6 6,5 4,8 0,2 12 2 13 
P10 (mit BVM) 3,4 2 0,1 0,9 2,3 6,3 
P11 (mit BVM) 3,6 1 0,2 0,7 2,2 4,7 
       
Kontrollpflanzen       
P13 0 0,7 0,2 0,3 5,5 3,8 
P14 7,8 0,8 0,2 0,4 10 4,3 





























Tab. 2: Organische Verbindungen 
Pflanze m-Kresol Simazin Lindan Anthracen Galaxolid 
Tomatenpflanzen      
T2  0 0,97 0,49 23,4 n.v. 
T3 0 0,79 4,56 3,28 n.v. 
T4 --- --- --- --- n.v. 
T5 0 0 49,5 3,1 n.v. 
T6 --- --- --- --- n.v. 
T7  (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T9  (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T10 (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T12 (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T14  0 0,98 37,2 6,36 n.v. 
T19 0 0 0,32 0 0,02 
T20 0 0 0,32 0 0,02 
T21 0 0 0,32 0 0,02 
T22 0 0 0,32 0 0,02 
T23 0 0 0,32 0 0,02 
T24 0 0 0,32 0 0,03 
Kontrollpflanzen      
T13 0 0 0 0 n.v. 
T15 0 0 0 0 n.v. 
T17 (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T18 (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T25 0 0 0 0 0 
T26 0 0 0 0 0 
T27 0 0 0 0 0 
T28 0 0 0 0 0 
---    keine Berechnung möglich, da für Analyse zu wenig Biomasse vorhanden 
0        kein Transfer, da Konzentrationen < NWG 
n. v.  Galaxolid im Versuchsansatz nicht verwendet 





















Anhang O            Transportkonzentrationsfaktoren (TCF) der Tomatenpflanzen  
 
Tab. 1: Elemente 
Pflanze As Cd Pb Cr Zn Ni 
Versuchsplan A       
T2 0,05 0,2 0,1 0,1 0,95 0,1 
T3 0,2 0,6 0,07 0,05 0,96 0,2 
T7 (mit BVM) 0,2 0,6 0,2 0,95 0,8 0,6 
T9 (mit BVM) 0,3 0,3 0,1 0,1 0,5 0,2 
       
Versuchsplan B       
T4 0,5 0,2 --- 0,1 0,4 0,2 
T5 0,1 0,3 0,1 0,05 0,3 0,1 
T6 0,5 0,3 0,1 0,2 0,4 0,3 
T12 (mit BVM) 0,9 0,5 0,2 0,1 0,6 0,1 
       
Kontrollpflanzen       
T13 0,4 0,4 0,2 0,1 0,2 0,1 
T14 0,2 0,4 0,2 0,1 0,4 0,1 
T15 0,1 0,3 0,2 0,1 0,3 0,1 
T17 (mit BVM) 0,2 --- --- 1,6 0,03 0,9 
       
Versuchsplan C       
T29 0,1 0,1 0,02 0,01 0,1 0,1 
T30 0,1 0,03 0,1 0,01 0,2 0,03 
T31 0,1 0,02 0,02 0,01 0,1 0,03 
T32 0,04 0,1 0,1 0,03 0,2 0,1 
T33 0,03 0,1 0,1 0,6 0,3 0,1 
T34 0,01 0,04 0,1 0,01 0,1 0,03 
       
Versuchsplan D       
T35 0,02 0,1 0,1 0,03 0,2 0,6 
T36 0,1 0,1 0,04 0,02 0,1 0,1 
T37 0,2 0,04 0,04 0,01 0,1 0,1 
T38 0,02 0,2 0,1 0,03 0,3 0,1 
T39 0,03 0,3 0,1 0,04 0,2 0,1 
T40 0,02 0,1 0,02 0,01 0,3 0,1 
       
Kontrollpflanzen       
T41 0,1 0,2 0,1 0,1 0,5 0,1 
T42 0,1 0,1 0,1 0,02 0,4 0,1 
T43 0,1 0,4 0,1 0,1 0,3 0,1 











Pflanze As Cd Pb Cr Zn Ni 
Versuchsplan F       
P1 1,4 0,3 0,1 0,04 0,3 0,1 
P2 0,3 0,1 0,1 0,2 0,1 0,2 
P3 1 0,4 0,2 0,4 0,4 0,3 
P7 (mit BVM) 0,7 0,4 0,7 0,9 0,6 0,4 
P8 (mit BVM) 1,3 0,1 0,2 0,2 0,4 0,2 
P9 (mit BVM) 0,4 0,2 0,4 0,4 0,4 0,2 
       
Versuchsplan G       
P4 0,2 0,1 0,3 0,05 0,3 0,2 
P5 0,6 0,1 0,1 0,1 0,5 0,3 
P6 0,3 0,1 0,3 0,05 0,8 0,1 
P10 (mit BVM) 0,03 0,2 0,1 0,1 0,6 0,1 
P11 (mit BVM) 0,6 0,2 0,2 0,2 0,8 0,2 
       
Kontrollpflanzen       
P13 0,04 0,1 0,1 0,1 0,2 0,1 
P14 0,4 0,3 0,4 0,3 0,3 0,2 































Tab. 2: Organische Verbindungen 
Pflanze m-Kresol Simazin Lindan Anthracen Galaxolid 
Tomatenpflanzen      
T2  0 0,39 0,39 0 n.v. 
T3 0 0 0,5 0 n.v. 
T4 0 --- -- 0 n.v. 
T5 0 0 0,49 0 n.v. 
T6 0 0 --- 0 n.v. 
T7  (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T9  (mit BVM) 0 --- --- 0 n.v. 
T10 (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T12 (mit BVM) 0 0 0 0 n.v. 
T14  0 0 0,47 0 n.v. 
T19 0 0 5 0 0,02 
T20 0 0 4,4 0 0,02 
T21 0 0 3,3 0 0,02 
T22 0 0 2,8 0 0,02 
T23 0 0 3,3 0 0,02 
T24 0 0 3,3 0 0,03 
Kontrollpflanzen      
T13 0 0 0 0 n.v. 
T15 0 0 --- 0 n.v. 
T17 (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T18 (mit BVM) --- --- --- --- n.v. 
T25 0 0 0 0 0 
T26 0 0 0 0 0 
T27 0 0 0 0 0 
T28 0 0 0 0 0 
---     keine Berechnung möglich, da für Analyse zu wenig Biomasse vorhanden 
0         kein Transfer, da Konzentrationen < NWG 
n. v.   Galaxolid im Versuchsansatz nicht verwendet 




















Anhang P:    Darstellung der Schadstoffkonzentration in der Pflanzenwurzel von 
Tomatenpflanzen in   Abhängigkeit von der Substratkonzentration  
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Abb. 1: Cadmium 
 

































Abb. 2: Blei 
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Abb. 4: Zink 
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Anhang Q:   Darstellung der Schadstoffkonzentration im oberirdischen Pflanzenteil 
von Tomatenpflanzen in Abhängigkeit von der Substratkonzentration  
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Abb. 1: Arsen 
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As Cd Pb Cr Zn Ni 
Tomatenpflanzen       
Versuchsplan A       
T2/ 3 0,06 0,1 < 0,02 0,3 7,8 0,7 
T2/ 8-10 0,03 0,05 < 0,01 0,6 7,3 0,6 
T3/ 1 0,15 0,36 0,04 < 0,09 15 0,75 
T3/ 2 0,11 0,32 0,04 < 0,1 15 0,77 
T3/ 3 0,07 0,35 0,04 0,13 12,3 0,88 
T3/ 4 0,13 0,34 0,04 < 0,12 17 1,05 
T3/ 5,6 0,1 0,1 0,02 0,28 9,8 0,87 
T3/ 13,14 0,14 0,25 0,06 0,26 42,5 0,88 
T3/ 10-12 0,13 0,14 0,05 0,5 36 0,87 
       
Versuchsplan B       
T5/ 4 0,08 0,27 0,05 0,1 44 0,63 
T5/ 5 0,2 0,18 0,07 0,2 48,5 1,13 
T5/ 6 0,07 0,05 0,01 0,2 6,3 0,56 
T5/ 7 0,06 0,05 0,02 0,1 7 0,66 
T12/ 1 (+BVM) 0,29 0,04 0,06 0,27 8,7 0,52 
T12/ 2 (+BVM) 0,35 0,13 0,06 0,2 44 0,39 
       
Versuchsplan C       
T32/ 1 0,44 0,4 0,03 0,22 8,4 4,6 
T32/ 2 0,33 0,26 0,03 0,15 5,7 2,7 
T32/ 3 0,37 0,54 0,04 0,27 10,6 6,4 
T32/ 4 0,35 0,31 0,02 0,14 5,7 2,7 
T32/ 5 0,48 0,57 0,02 0,17 5,8 2,7 
T32/ 6 0,29 0,43 < 0,008 0,17 8,1 5,2 
T32/ 7 0,39 0,37 0,02 0,2 10,4 5,4 
T32/ 8 0,49 0,38 0,02 0,19 9,6 5,8 
T33/ 1 0,39 0,14 0,03 0,18 7,5 2,3 
T33/ 2 0,5 0,14 0,05 0,17 11,3 2,8 
T33/ 3 0,51 0,16 0,04 0,15 9,3 2,3 
T33/ 4 0,41 0,14 0,03 0,14 8,1 2,3 
T33/ 5 0,5 0,15 < 0,006 < 0,09 9,8 1,9 
       
Versuchsplan D       
T38/ 1,2 0,17 0,19 0,02 0,05 6,9 0,55 
T38/ 3 0,11 0,13 < 0,004 < 0,06 5,6 0,71 
T38/ 4 0,06 0,07 < 0,002 < 0,03 3,4 0,37 
T38/ 5 0,16 0,14 < 0,004 < 0,06 8,5 0,55 
T38/ 6 0,13 0,18 < 0,004 < 0,06 6,9 0,67 









As Cd Pb Cr Zn Ni 
Versuchsplan D       
T39/ 1 0,31 0,4 < 0,005 0,16 17 2,6 
T40/ 1 0,3 0,22 0,02 < 0,07 8,1 1,9 
T40/ 2 0,15 0,12 < 0,004 < 0,05 5,8 2,1 
T40/ 3 0,15 0,16 < 0,004 < 0,05 7,9 2,8 
T40/ 4 0,17 0,17 < 0,003 < 0,05 6,7 2,1 
       
Kontrollpflanzen       
T42/ 3 0,08 0,008 < 0,007 < 0,09 7,4 0,4 
T43/ 1 – 3 0,12 0,11 0,05 0,07 40 0,52 
T43/ 4 < 0,05 0,02 0,02 < 0,09 5,1 0,34 
T44/ 1- 2 0,08 0,1 2,8 0,15 56 0,7 
T44/ 3 < 0,07 0,03 0,03 < 0,09 14 0,61 
       
Paprikapflanzen       
Versuchsplan F       
P2/ 1 0,36 0,26 0,008 < 0,07 8,4 0,78 
       
Versuchsplan G       
P5/ 1 1,07 0,6 0,04 < 0,1 8,6 3,8 
P5/ 2 1,2 0,7 0,05 < 0,25 14 6,3 
P5/ 3 1,06 0,57 0,03 0,18 10 3,5 
       
Kontrollpflanzen       
P14/ 1 0,15 0,02 0,03 < 0,11 8,3 0,55 
P14/ 2 0,2 0,02 < 0,007 < 0,11 8,2 0,58 

























Anhang S:    Elementkonzentrationen in den Früchten in Abhängigkeit von der 
Substratkonzentration 
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Abb. 1: Arsen 
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Abb. 5: Zink 
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Anhang T:  Elutionsversuche/ Säulenversuche  
 
Dotierung der Lösung: 
 
Tab. 1: Organische Verbindungen  
Verbindung Dotierung [mg/l] 
m-Kresol 0,65  
Simazin 0,25 





Tab. 2: Elemente  









Ergebnisse der Elutionsversuche:  
 
Tab. 3: Organische Verbindungen 
Verbindung Peakfläche nach der Säule 
 ohne BVM-Zusatz mit BVM-Zusatz 
m-Kresol 163878815 122486466 
Simazin 9620945 8682771 
Lindan 102389028 88426538 
Anthracen 147021431 116027358 
Galaxolid 91429795 4442537 
 
Tab. 4: Elemente 
Element Konzentration nach der Säule [mg/l] 
 ohne BVM-Zusatz mit BVM-Zusatz 
Arsen 3 2,5 
Cadmium 0,16 0,1 
Blei 0,23 0,2 
Chrom 4,1 4 
Zink 1,1 0,4 
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